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Aae  Agrocybe aegerita 
AAO   Arylalkohol-Oxidase 
ACN  Acetonitril 
Arg  Arginin 
Badu  Bjerkandera adusta 
BMM   bakterielle Multikomponenten-Monooxygenase 
cpd-0  compound 0 
cpd-1  compound I 
cpd-2  compound II 
cpd-3  compound III 
CPO   Chlorperoxidase 
DFF  2,5-Diformylfuran (Furandicarbaldehyd) 
DIOX  Dioxygenase vom RIESKE-Typ 
DyP   Dye-decolorizing peroxidase (Farbstoffe entfärbende Peroxidase) 
EB  Ethylbenzol 
EC  Enzyme Commission 
EPA  Environmental Protection Agency 
ESI  Elektrospray-Ionisation 
FAD  Flavinadenindinukleotid 
FDCA  2,5-Furandicarbonsäure 
FFCA  5-Formyl-2-furancarbonsäure 
FMO   flavinabhängige Monooxygenase 
GAO  Galaktose-Oxidase 
Glu  Glutaminsäure 
GOD  Glukose-Oxidase 
His  Histidin 
HMB  Hydroxybenzoesäuremethylester 
HMF  5-Hydroxymethylfurfural 
HPLC  High performance liquid chromatography (Hochleistungsflüssigkeits-
Chromatographie) 
HRP   horseradish peroxidase (Meerrettich-Peroxidase) 
IP  Ionisierungspotential (eV) 





kcat  Wechselzahl 
Km  MICHAELIS-MENTEN-Konstante 
kcat / Km katalytische Effizienz 
KPi  Kaliumphosphatpuffer 
LAC  Laccase  
LC/MS Liquid Chromatography / Mass Spectrometry 
LiP   Lignin-Peroxidase  
LPO   Lactoperoxidase 
MB  Benzoesäuremethylester 
MnP   Mangan-Peroxidase  
Mro  Marasmius rotula 
NADP  Nicotinamidadenindinukleotidphosphat 
P450  Cytochrom-P450-Monooxygenase 
P670  Verdohäm (Pigment, das bei 670 nm Licht absorbiert) 
PAK  polyzyklischer aromatischer Kohlenwasserstoff 
Pery  Pleurotus eryngyi 
PET  Polyethylenterephthalat 
Post  Pleurotus ostreatus 
POX  Peroxidase 
rCciUPO rekombinante Coprinopsis-cinerea-UPO 
SEC  size exclusion chromatography 
SOD  Superoxid-Dismutase 
TTN  total turnover number (Gesamtumsatzzahl) 
TYR   Tyrosinase  
Tyr  Tyrosin 
U  Unit (µmol min-1), Maß für die Enzymaktivität (1 U ≈ 16,7 nkat) 
UVA  auf der Oxidation von Veratrylalkohol basierende Units 
UPO  Unspezifische Peroxygenase 
VA  Veratrylalkohol 
Vald  Veratrylaldehyd 
VP   versatile Peroxidase 







Die vorliegende Arbeit befasst sich mit der unspezifischen Peroxygenase (UPO), einer 
ausschließlich von Pilzen produzierten Oxidoreduktase. Die Dissertation besteht aus drei 
wesentlichen Teilen: 1.) Untersuchungen zum Substratspektrum zweier ausgewählter 
UPOs, 2.) Untersuchungen zur Inaktivierung von UPOs, und 3.) die Etablierung einer 
Kaskadenreaktion von UPOs und pilzlichen Oxidasen zur Oxidation von 
Hydroxymethylfurfural (HMF) zu 2,5-Furandicarbonsäure (FDCA).  
1) Oxidation ausgewählter organischer Schadstoffe  
Die Mehrheit der getesteten organischen Xenobiotika wurden durch zwei UPOs 
(AaeUPO und MroUPO) oxidativ umgewandelt und damit aktiviert. Die von den UPOs 
katalysierten Reaktionen waren durch drei Substrat-Eigenschaften limitiert: 1.) sterische 
Hemmung, u.a. infolge einer hohen Zahl an Substituenten oder aufgrund der 
grundsätzliche Größe des Substrat-Moleküls, 2.) Inaktivierung des aromatischen Ringes 
durch elektronenziehende Gruppen und 3.) geringe Bioverfügbarkeit und 
Wasserlöslichkeit. Die Limitation durch Substrat-Deaktivierung, wie im Fall des 
Nitrobenzols, stellt einen neuen Befund dar. 
2) Inaktivierung von UPOs 
Für alle getesteten UPOs konnte eine intrinsische Katalase-Aktivität nachgewiesen 
werden, wobei deren Ausmaß unter den getesteten Enzymen stark variierte. Im Rahmen 
der Untersuchungen konnte für eine ausgewählte UPO die Bildung eines reaktionsträgen 
Intermediats, der UPO-Compound III, nach Exposition gegenüber hohen H2O2-
Konzentrationen, gezeigt werden. Außerdem wurde Biliverdin als Abbauprodukt der 
H2O2-katalysierten Oxidation des UPO-Häms detektiert. Diese Verbindung entstand 
höchstwahrscheinlich durch die Reaktion des Häms mit Hydroxyl-Radikalen, die 
wiederum ein Ergebnis der Reaktion der UPO-Compound III und H2O2 waren.  
Als Quintessenz dieser Untersuchungen kann zusammenfassend festgestellt werden, dass 
es für den schonenden Einsatz und die optimale Performance der UPOs notwendig ist, 
ein „optimales Verhältnis“ bezüglich der Konzentrationen des Zielsubstrates, des UPO-
Proteins und des Peroxids einzustellen. 
3) HMF-Oxidation durch UPOs und pilzliche Oxidasen in einer Kaskaden-Reaktion 
Obwohl die AaeUPO prinzipiell in der Lage ist, HMF und nahezu jedes seiner primären 
und sekundären Derivate zu oxidieren, verläuft die vollständige Oxidation nur wenig 





ist reaktionslimitierend. Unter einfachen Reaktionsbedingungen würde das Peroxid von 
der AaeUPO unproduktiv verbraucht und das Enzym größtenteils inaktiviert, ohne dass 
dabei substanzielle Mengen an FDCA gebildet würden. Erst durch die Kombination einer 
UPO mit geeigneten Oxidasen konnte die FDCA-Ausbeute substantiell erhöht werden. 
Hierbei sind zusammenfassend folgende positive Effekte hervorzuheben: 1.) Oxidasen 
stellen geeignetes H2O2 für die UPOs bereit, 2.) nur die Glactose Oxidase kann auch 
intermediär gebildetes HMFCA oxidieren und 3.) durch die schonende Bereitstellung von 
H2O2 für die UPO verringert sich die lokale Konzentration des Oxidationsmittels soweit, 
dass eine Schädigung des Enzyms vermieden wird. Auf dieser Grundlage konnte eine 








This work deals with fungal unspecific peroxygenases (UPO). The dissertation is 
tripartitate: 1) substrate spectra evaluation of two selected UPO, 2) examination of UPOs 
inactivation, and 3) developing a multi-enzymatic cascade reaction to produce substantial 
amounts of 2,5-furandicarboxylic acid (FDCA) from hydroxymethylfurfural (HMF). 
1) Oxidation of selected organic pollutants 
The majority of tested xenobiotics was oxidized and hence, activated by two UPOs 
(AaeUPO and MroUPO). UPO reactions were limited by three substrate properties: 1) 
steric hindrance due to many substituents or over all bulky substrate size, 2) inactivation 
of the aromatic ring by electron pulling groups, and 3) low bioavailability and water 
solubility. Limitation by substrate deactivation, e.g. nitrobenzene, was unknown so far. 
2) UPO inactivation 
All thee tested UPOs showed an intrinsic catalase activity. Its extent, however, strongly 
varied. After exposition to high peroxide concentrations, the formation of AaeUPO-
compound III was detected. Biliverdin was found to be a product of heme destruction. It 
was most probably formed by the action of hydroxyl radicals, that in turn are produced 
when compound-III reacts with H2O2. In summary UPO performs best when the ratio of 
substrate, enzyme and peroxide is optimal. 
3) HMF-oxidation by UPOs and oxidases in a cascade reaction 
Under “normal” conditions the UPO-catalyzed oxidation of HMF to FDCA performs 
poorly, especially the last step (FFCA to FDCA) is rate limiting. Under non-optimized 
conditions H2O2 is being consumed inefficiently and the UPO is inactivated, without 
producing substantial amounts of FDCA. The combination of UPOs and oxidases in a 
cascade reaction increased FDCA yield substantially. Three positive facts need to be 
mentioned: 1) oxidase provide H2O2 for UPOs, 2) only galactose oxidase can oxidize 
HMFCA and, 3) a gentle dosing of H2O2 decreases local H2O2 concertation and is 
beneficial for UPO activity. Based on these facts an multi-enzymatic cascade reaction 







Předležace dźěło zaběra so z njespecifiskej peroksygenazu (UPO), štož je 
oksidoreduktaza, kotruž jeničce hriby produkuja. Disertacija wobsteji z třoch hłownych 
dźělow: 1.) z přepytowanja wo spektrumje substratow dweju wěsteju UPOw, 2.) 
přepytowanja wo deaktiwizowanju UPOw a 3.) etablěrowanje kaskadiskeje reakcije 
UPOw a přez hriby wuskutkowanych oksidazow za oksidaciju hydroksymetylfurfurala 
(HMF) do 2,5-furandikarbonoweje kisaliny (FDCA).  
1) Oksidacija wubranych organiskich škódnych maćiznow  
Wjetšina testowanych organiskich ksenobiotikow bu přez dwě UPO (AaeUPO a 
MroUPO) oksidatiwnje přetworjena a z tym aktiwizowana. Reakcije, kotrež buchu přez 
UPO katalyzěrowane, běchu přez tři přiznamjenja substrata limitěrowane: 1.) steriske 
haćenje, mjez druhim wulkeje ličby substituentow abo zasadneje wulkosće molekula 
substrata dla, 2.) inaktiwěrowanje aromatiskeje wobručki přez elektrony přićahowace 
skupiny a 3.) snadna biodispozicija a rozpušćomosć we wodźe. Limitacija přez 
deaktiwowanje substrata, kaž w padźe nitrobencola, je nowy wuslědk tutoho slědźenja. 
2) Inaktiwowanje UPOw 
Při wšitkich testowanych družinach UPO móžachmy intrinsisku aktiwitu katalyzy 
dopokazać, při čimž bě jeje rozměr při testowanych encymach dosć rozdźělny. We 
wobłuku přepytowanjow móžachmy za jednu wěstu UPO pokazać, zo twori so pomału 
reagowacy intermediat, UPO-Compound III, po ekspoziciji porno wulkej koncentraciji 
H2O2. Nimo toho bu biliwerdin jako wottwarny produkt z H2O2 katalyzowaneje 
oksidacije UPO-hema detektowany. Tuta wjazba nasta prawdźepodobnje přez reakciju 
hema z hydroksyl-radikalami, kotrež wšak běchu wuslědk reakcije UPO-Compound III a 
H2O2. 
Jako kwintesencu tutych přepytowanjow zjimajo zwěsćamy, zo je za kedźbne zasadźenje 
a optimalnu funkcjiu UPOw trěbne, „optimalny poměr“ nastupajo koncentraciju ciloweho 
substrata, UPO-proteina a peroksida nastajić. 
3) HMF-oksidacija přez UPOwy a přez hriby wuskutkowane oksidazy w kaskadojtej 
reakciji 
Byrnjež AaeUPO principielnje zamóže, HMF a nimale kóždy z jeho primarnych abo 
sekundarnych deriwatow oksiděrować, wotběži dospołna oksidacija lědma eficientnje; 
wosebje poslednja kročel wot 5-formyl-2-furokisaliny (FFCA) do FDCA reakciju 
wobmjezuje. Při jednorych reakciskich wuměnjenjach by AaeUPO peroksyd 




bychu so při tym substancielne mnóstwa FDCA tworili. Hakle kombinowanje jedneje 
UPO z kmanymi oksidazami móžeše wunošk FDCA bytostnje stopnjować. Při tym 
chcemy zjimajo slědowace pozitiwne efekty wuzběhnyć: 1.) Oksidazy stajeja UPOam 
kmany H2O2 k dispoziciji, 2.) Jenož oksidaza glaktozy móže tež intermediarnje tworjeny 
HMFCA oksyděrować a 3.) Z tym, zo so H2O2 na kedźbne wašnje UPO poskića, so 
lokalna koncentracija oksidaciskeho srědka tak pomjeńši, zo so wobškodźenje encyma 








1.1 Enzyme in der Biotechnologie 
Seit dem ausgehenden Chalkolithikum (Kupfersteinzeit, griech. χαλκός – Kupfer) vor 
etwa 8.000 bis 6.000 Jahren betreibt der Mensch in gewissem Sinne Biotechnologie, 
indem er zucker- und stärkehaltige Flüssigkeiten der alkoholischen Gärung unterzieht 
(Renneberg et al., 2010). Als die Sumerer später in Mesopotamien die Kunst des 
Bierbrauens zur Reife entwickelten, griffen sie noch auf „wilde Hefen“ zurück und an 
den Einsatz von Enzympräparaten war noch lange nicht zu denken. Im weiteren Verlauf 
der menschlichen Geschichte entstanden mehr und mehr solcher archaischer 
biotechnologischer Prozesse wie die Herstellung von Hefe- und Sauerteig zum 
Brotbacken, die Konservierung von tierischen und pflanzlichen Lebensmitteln mittels 
Milchsäurebakterien (Käse, Sauermilchprodukte, fermentierte Oliven, Sauerkraut, 
Kimchi), die Gewinnung von Sojasoße mit Hilfe von Schimmelpilzen oder die 
fermentative Veredelung von Kakao, Vanille und Kaffee. Die Liste ließe sich noch 
beliebig erweitern, da in nahezu allen Regionen der Welt Fermentationsprodukte zur 
Haltbarmachung von Lebensmitteln entwickelt wurden. Ihre Herstellung beruht auf den 
enzymatischen Aktivitäten von Bakterien und Pilzen, deren Anwendung bis in die 
Neuzeit hinein nur empirische Erfahrungen und Traditionen zugrunde lagen. Erst mit der 
Entwicklung der klassischen Mikrobiologie Mitte des 19. Jahrhunderts begann der 
Mensch, die verantwortlichen Prinzipien und Mechanismen zu verstehen, indem er die 
beteiligten Organismen identifizierte und ihre Stoffwechselaktivitäten verfolgte. 
Bahnbrechende Entwicklungen auf dem Weg dorthin waren u. a. Antonie van 
Loewenhoeks Mikroskop, Louis Pasteurs Gärungschemie, die Klassifikation der 
Bakterien und Pilze durch Julius Cohn und Anton de Bary sowie die Entdeckung des 
Milzbranderregers (Bacillus anthracis) und bakterieller Infektionsketten durch Robert 
Koch. Dem folgte schließlich in den 1920iger Jahren die Isolierung des ersten 
medizinisch anwendbaren Antibiotikums (Penicillin) durch Alexander Fleming. Es 
wurde aus einem imperfekten Schimmelpilz (Penicillium chrysogenum), den wir heute 
zu den Ascomycota (Eurotiomycetes) rechnen, gewonnen (Renneberg et. al., 2010). 
Die bisher genannten Anwendungen mikrobieller Prozesse beruhen auf den Aktivitäten 




Anwendungen von Enzympräparaten wurden erst Mitte des 20. Jahrhunderts entwickelt 
(z. B. Proteasen als Waschmittelzusatz), jedoch sind enzymbasierte Prozesse – 
unabhängig von lebenden Zellen – bereits seit der ersten Hälfte des 19. Jahrhunderts 
bekannt. So isolierten und untersuchten die Chemiker Ansleme Payen und Jean-Francois 
Persoz 1833 erstmals eine Substanz mit enzymatischer Aktivität. Weil sie Stärke in 
Monosaccharide spaltete, nannten sie diese Diastase (griech. διάστασις – Spaltung); sie 
firmiert heute unter dem Namen -Amylase (Renneberg et al., 2010). Im Jahre 1836 
isolierte der Zoologe Theodor Schwann Pepsin aus tierischem Magensaft, und Jöns Jakob 
Berzelius schrieb dazu: „Wir bekommen begründeten Anlaß zu vermuten, daß in den 
lebenden Pflanzen und Tieren Tausende von katalytischen Prozessen zwischen den 
Geweben und Flüssigkeiten vor sich gehen.“ Wilhelm Friedrich Kühne prägte 1878 den 
Begriff „Enzym“ (griech. ἔνζυμον – in Hefe/Sauerteig), der nach und nach die bis dato 
gebräuchliche Bezeichnung „Ferment“ (die sowohl organisierte Fermente, also 
Mikroorganismen, als auch unorganisierte Fermente, Biokatalysatoren/Enzyme, meinte) 
verdrängte (Renneberg et al., 2010). Schließlich gelang es Eduard Buchner 1898 mit 
seinem Hefepresssaft (Zymase), die alkoholische Vergärung von Traubenzucker zu 
Ethylalkohol zellfrei nachzuvollziehen (Buchner 1897), wofür er 1907 den Nobelpreis 
erhielt. 
Heute sind Enzympräparate in allen Bereichen des täglichen Lebens zu finden. Diverse 
hydrolytische Enzyme sind in nahezu allen Waschmitteln enthalten, darunter Amylasen, 
Lipasen, Proteasen und Zellulasen (Liss & Langguth, 1969, Kirk et al., 2002, Maurer, 
2004). Im Zuge der industriellen Fertigung von Backprodukten werden häufig Enzyme 
zur Verbesserung der Produkteigenschaften eingesetzt (De Stefanis, 1981, Ammar et al., 
2002, NOVOZYMES A/S 2019). Bei der Herstellung von Bioethanol aus Stärke, der 
Verarbeitung von Papier- und Lederprodukten, dem Bleichen von Textilien (denim look) 
und sogar in der Körperpflege werden Enzympräparate vielseitig eingesetzt (Kirk et al., 
2002). Nicht zuletzt mit Blick auf die zunehmende Verschmutzung der Umwelt durch 
schwer abbaubare Verbindungen und die verstärkte Nutzung sogenannter Bioplastics 
(enzymatisch abbaubare Kunststoffe) ist davon auszugehen, dass degradative Enzyme 
zukünftig eine wichtige Rolle in anthropogenen Stoffkreisläufen spielen werden (Rehm 
& Reed 2000, Chen & Patel, 2012).  
Die Klassifizierung der Enzyme erfolgt in der vorliegenden Arbeit auf Basis der EC-




katalysierten Reaktionen durch Angabe von vier Ziffern kategorisiert. Die EC-
Klassifizierung folgt nicht den phylogenetischen Verwandtschaftsbeziehungen der 
Enzymproteine (Aminosäure-Sequenzen), sondern basiert ausschließlich auf den 
Spezifika der katalysierten Reaktionen. So werden z. B. unter den EC-Nummern 1.11.2.1 
bis 1.11.2.5 alle Oxidoreduktasen (EC 1.x.x.x) zusammengefasst, die Peroxide als 
Elektronenakzeptor verwenden (EC 1.11.x.x) und dabei peroxidbürtigen Sauerstoff (H-
O-O-R, EC 1.11.2.x) übertragen. In ähnlicher Weise werden auch Oxidasen, Oxygenasen 
und Peroxidasen anhand ihrer Substrate, Cosubstrate, Elektronenakzeptoren und 
Sauerstoffdonatoren klassifiziert (Hofrichter et al., 2010). 
1.2 Oxidation von Xenobiotika und anderen rekalzitranten Substanzen 
durch mikrobielle Enzyme 
Die bedeutendsten Gruppen organischer Umweltschadstoffe sind Bestandteile von 
Mineralölen und deren Derivate, die in der industriellen Synthese u. a. in halogenierte 
und nitrierte Produkte umgewandelt werden. Die enzymatische Transformation und der 
biokatalytische Abbau solcher rekalzitranten Verbindungen, von denen die meisten als 
Xenobiotika sensu stricto zu bezeichnen sind, vollzieht sich i. d. R. auf zwei 
grundsätzlichen Wegen: reduktiv oder oxidativ (Spain, 1995, Duran & Esposito, 2000, 
Ye et al., 2004). Oxidoreduktasen (z. B. Dehydrogenasen, Oxygenasen, Oxidasen, 
Peroxidasen) spielen Schlüsselrollen in beiden Abbauwegen und sind deshalb gut 
untersucht (Ye et al., 2004). Die für den aeroben Abbau von organischen Schadstoffen 
besonders relevanten Enzyme werden nachfolgend kurz vorgestellt. 
1.2.1 Polyphenol-Oxidasen 
Polyphenol-Oxidasen, d. h. Tyrosinase und Catechol-Oxidase (EC 1.14.18.1 bzw. EC 
1.10.3.1) sowie Laccase (EC 1.10.3.2) sind kupferhaltige Enzyme, die aktivierte 
phenolische Verbindungen (R-Aromat-OH) unter Verwendung von molekularem 
Sauerstoff (O2) als Elektronenakzeptor ohne weitere Coenzyme (wie NAD[P]H o.ä.) 
oxidieren. Sie kommen in Bakterien und Eukaryonten vor und erfüllen vielfältige 
metabolische Funktionen (Ullrich & Hofrichter, 2007). Während Laccasen Sauerstoff 
nicht direkt in das Substrat einbauen, sind Tyrosinasen im Zusammenhang mit der 
Oxidation von Monophenolen und Brenzkatechinen dazu in der Lage (Jergil et al., 1983, 
Majcherczyk et al., 1998). Trotzdem können auch Laccasen Substratmoleküle auf 




(z.B. Guajakol) oder polyzyklische aromatische Kohlenwasserstoffe (PAK, z. B. 
Acenaphthylen) durch Ein-Elektronen-Oxidation aktiviert, worauf 
Disproportionierungsreaktionen und die Addition von Wasser folgen (Majcherczyk et al., 
1998, Wu et al., 2008). 
 
Abbildung 1: Beispiele für die Reaktionen ausgewählter Polyphenol-Oxidasen. 
 
1.2.2 Oxygenasen 
Oxidoreduktasen, die molekularen Sauerstoff (O2) als Sauerstoffdonator und 
Elektronenakzeptor sowie reduzierte Coenzyme wie NAD(P)H oder FADH2 als 
Elektronendonatoren nutzen, bezeichnet man als Oxygenasen (Guengerich, 2001). In 
Abhängigkeit von der Anzahl der in das Substrat eingebauten Sauerstoffatome 
unterscheidet man Monooxygenasen (Einbau von einem O-Atom) und Dioxygenasen 
(Einbau von zwei O-Atomen). Cytochrom-P450-Monooxygenasen (P450-Enzyme oder 
kurz P450s) sind ohne Zweifel die katalytisch vielseitigsten Oxygenasen. Sie gehören zu 
den Häm-Thiolat-Proteinen, deren Porphyrin (Eisen-Potoporphyrin IX = Häm) über 
einen Cysteinrest mit der Polypeptidkette einer α-Helix des Apoproteins verbunden ist 
(Munro et al., 2013). Die Proteinsuperfamilie der P450s ist hoch divers und umfasst 




vorkommen (Anzenbacher und Anzenbacherova, 2001, Meunier et al., 2004, Munro et 
al., 2013). Es wurden sogar bereits viral kodierte P450-Proteine beschrieben (Lamb et al., 
2009). Normalerweise nutzen P450-Enzyme NAD(P)H und O2 als Cosubstrate.  
Einige sind aber auch in der Lage Monooxygenierungen unter Verwendung von 
Wasserstoffperoxid (H2O2) als reaktivem Sauerstoffdonor zu katalysieren. Diesen Weg 
bezeichnet man als sogenannten Shunt pathway („Seitenpfad“) (Munro et al., 2013). 
Während einige P450s spezifische anabole Reaktionen vermitteln, wie die Enzyme der 
Steroidbiosynthese, arbeiten andere wenig spezifisch (unspezifische Monooxygenase, EC 
1.14.14.1) und sind an cometabolischen Biotransformationen und der Entgiftung von 
Xenobiotika, Toxinen und Arzneimitteln beteiligt (Anzenbacher und Anzenbacherova, 
2001, Guengerich, 2001). 
 
Abbildung 2: Schematische Darstellung einer typischen P450-katalysierten Monooxygenierung 
und des sogenannten Shunt pathways. 
 
 





Eine weitere Familie vielseitiger Biokatalysatoren, die Sauerstoff in unterschiedliche 
Substrate einbauen, sind die Multikomponenten-Monooxygenasen (Leahy et al., 2003). 
So oxygenieren die Toluol-4-Monooxygenase (EC 1.14.13.236) und die Methan-
Monooxygenase (EC 1.14.13.25) neben ihren namensgebenden Substraten verschiedene 
Alkene und Aromaten inklusive des schwer aktivierbaren Benzols (Whited und Gibson, 
1991, Sazinsky et al., 2004). Multikomponenten-Monooxygenasen wurden bisher nur in 
spezialisierten Bakterien und Archaeen gefunden (Notomista et al., 2003).  
Andere hämfreie Monooxygenasen enthalten Flavine als prosthetische Gruppe (van 
Berkel et al., 2006, Huijbers et al., 2014). Diese Monooxygenasen (EC 1.14.13.8) 
aktivieren Sauerstoff mittels eines reduzierten Flavins (z. B. FADH2), wobei ein 
intermediäres Peroxyflavin entsteht, das im Anschluss das Substrat angreift (van Berkel 
et al., 2006). Wie schon die P450s kommen auch Flavin-Monooxygenasen in Bakterien 
und Eukaryoten vor (van Berkel et al., 2006). 
 
 
Abbildung 4: Schematische Darstellung der initialen Reaktionen einer Oxygenierung durch 
flavinabhängige Monooxygenasen (modifiziert nach van Berkel et al., 2006). 
 
Oxygenasen, die den Transfer eines ganzen Sauerstoffmoleküls (O2) katalysieren, werden 
als Dioxygenasen bezeichnet. Die meisten Dioxygenasen sind eisenhaltige Enzyme vom 
RIESKE-Typ (und werden auch aromatische Dioxygenasen genannt), wie die 
Brenzkatechin-Dioxygenase (EC 1.13.11.1) (Bugg und Ramaswamy, 2008). RIESKE-
Typ-Dioxygenasen enthalten ein [2Fe-2S]-Cluster und katalysieren bevorzugt die 
Bildung cis-dihydroxylierter Metabolite (Ferraro et al., 2005). Aromatische 
Dioxygenasen sind in der Lage nicht oder wenig aktivierte Aromaten wie Toluol, Benzol 
und sogar Nitrobenzol zu oxidieren (Lessner et al., 2002, Bagneris et al., 2005). 
Prinzipiell können alle Oxygenase-Typen an der Entgiftung und dem mikrobiellen Abbau 
organischer Schadstoffe beteiligt sein. Oftmals katalysieren sie den ersten Schritt eines 
katabolen Stoffwechselwegs, der im weiteren Verlauf zur Nutzung des Schadstoffes als 





Abbildung 5: Reaktion der Brenzkatechin-Dioxygenase. 
 
Dabei wird das Substratmolekül durch die Einführung des Sauerstoffs nicht nur aktiviert, 
sondern es erhöht sich auch seine Löslichkeit in Wasser und damit die Bioverfügbarkeit 
des Stoffes. So werden viele Verbindungen, die als EPA1 priority pollutants gelistet sind, 
wie PAKs oder Benzol und dessen Derivate, durch Hydroxylierung in einer Weise 
aktiviert, dass andere oxidierende Enzyme wie ringspaltende Dioxygenasen, Peroxidasen 
oder Laccasen nachfolgend angreifen können. 
1.2.3 Peroxidasen 
Sekretierte Peroxidasen wie die pilzliche Lignin-Peroxidase (LiP, EC 1.11.1.14), 
Mangan-Peroxidase (MnP, EC 1.11.1.13) und die versatile Peroxidase (VP, EC 
1.11.1.16), die pflanzliche Meerrettich-Peroxidase (horeseradish peroxidase, HRP; EC 
1.11.1.7), tierische Dehalo- und Laktoperoxidasen sowie bakterielle und pilzliche 
Farbstoffe entfärbende Peroxidasen (dye-decolorizing peroxidases, DyPs, EC 1.11.1.19) 
sind typische Abbau- und Entgiftungsenzyme, die Wasserstoffperoxid als 
Elektronenakzeptor nutzen (Camarero et al., 1999, Piontek et al., 2001, Hofrichter, 2002, 
Osborne et al., 2009, Strittmatter et al., 2014). Alle genannten Enzyme enthalten Häm als 
prosthetische Gruppe, das über ein proximales Histidin mit einer benachbarten 
Polypeptidkette des Proteins verbunden ist (Häm-Imidazol-Peroxidasen) (Ullrich und 
Hofrichter, 2007). Häm-Peroxidasen sind in allen Domänen des Lebendigen verbreitet 
(Vlasits et al., 2010). Einige waren und sind Bestandteil intensiver Untersuchungen, weil 
sie am Ligninabbau beteiligt sind (Mangan- und Lignin-Peroxidasen, versatile 
Peroxidase) und bestimmten Pilzgruppen spezielle ökophysiologische Nischen eröffnen 
(basidiomycetale Weißfäuleerreger und Streuzersetzter) (Hofrichter, 2002, Kirk & 
Farrell, 1987). 
                                                 
1 Die US-Amerikanische Umweltschutzbehörde, U.S. Environmental Protection Agency (EPA oder 













Abbildung 6: Durch Peroxidasen katalysierte Reaktion am Beispiel von Phenol. 
 
Diese physiologische und katalytische Besonderheit macht sie auch attraktiv für die 
Papier- und Zellstoffindustrie (Martinez et al., 2009, Martinez et al., 2017). 
Interessanterweise wurde postuliert, dass die Entstehung ligninolytischer Peroxidasen 
erst zum Ende des Steinkohlezeitalters im Karbon erfolgte, da anderenfalls die massive 
Kohlebildung nicht hätte stattfinden können (Floudas et al., 2012). Neben Lignin 
oxidieren diese Enzyme auch Humus und verschiedene organische Schadstoffe, so dass 
sie wahrscheinlich auch mitverantwortlich für das unspezifische, biologische 
Selbstreinigungspotenzial von Böden sind und eine gewisse Rolle bei 
Bioremediationsprozessen spielen (Pointing, 2001, Hammel und Cullen, 2008, Qayyum 
et al., 2009, Harms et al., 2011). 
1.3 Chlorperoxidase und Peroxygenasen 
Im Unterschied zu lignolytischen Häm-Imidazol-Peroxidasen ist das Eisen in der 
Chlorperoxidase (CPO; EC 1.11.1.10) des Ascomyceten Caldariomyces (Syn. 
Leptoxyphium) fumago (Dawson, 1988), wie im Fall der P450-Enzyme, an einen 
Cysteinrest gebunden (Häm-Thiolat-Peroxidase, HTP). Im Jahr 2004 wurde ein neuer 
HTP-Typ entdeckt und charakterisiert, der inzwischen als unspezifische Peroxygenase 
(UPO; EC 1.11.2.1) klassifiziert worden ist (Ullrich et al., 2004, Ullrich und Hofrichter, 
2005, Hofrichter und Ullrich, 2006). Diese Oxidoreduktase repräsentiert einen 
funktionalen Hybriden aus Peroxidase und P450-Monooxygenase (Hofrichter und 
Ullrich, 2006, Hofrichter et al., 2015). Neben klassischen Peroxidase-Reaktionen wie der 




Sauerstoffatom aus dem Wasserstoffperoxid (H-O-O-H) transferiert wird, was diverse 
Hydroxylierungen zur Folge hat, z. B. von aromatischen und aliphatischen 
Kohlenwasserstoffen einschließlich nicht-aktivierter C-H-Bindungen (Kluge et al., 2009, 
Aranda et al., 2010, Kinne et al., 2010, Peter et al., 2011, Kluge et al., 2012, Karich et al., 
2013). Darüber hinaus katalysieren UPOs weitere Oxidationen, wie die Epoxidierung, 
Sulfoxidation, heterozyklische N- und S-Oxidation, N-Dealkylierung und O-
Dealkylierung (Ether-Spaltung) (Ullrich et al., 2008, Aranda et al., 2009, Kinne et al., 
2009). Außerdem verfügen UPOs über Katalase- und Haloperoxidase-Aktivitäten 
(Hofrichter et al., 2015). So vereinen UPOs Eigenschaften von Peroxidasen (d. h. die 
Katalyse von peroxidabhängigen Ein-Elektronen-Oxidationen), Monooxygenasen 
(Sauerstoffeinbau in Substratmoleküle) und Katalasen (Zersetzung von H2O2), und 
repräsentieren somit einen multifunktionellen Typ von Oxidoreduktase mit beinahe 
katalytischer „Promiskuität“ (Hofrichter et al., 2015, Pandya et al., 2014). 
Der katalytische Zyklus einer UPO ähnelt dem Shunt pathway der P450-
Monooxygenasen. Das native Enzym (FeIII-H2O; resting state) wird durch ein Peroxid-
Molekül aktiviert, wodurch ein kurzlebiges Peroxointermediat (Compound 0, cpd-0; 
Häm-FeIII-H2O2) entsteht. Heterolytische Bindungsspaltung führt zur Wasserabspaltung 
und Bildung der reaktiven UPO-Komponente I, einem Oxo-FeIV-Häm-Kation-Radikal-
Komplex (Compound I, cpd-1); diese ist formal identisch mit dem entsprechenden 
Intermediat der P450-Enzyme. Die cpd-1 kann auf zweierlei Weise weiter reagieren. 1.) 
Das Sauerstoffatom des Eisens wird nach Deprotonierung des Substrates (C-H-
Abstraktion), das in der Nähe des Eisens gebunden bleibt, über einen sogenannten 
Rebound-Mechanismus übertragen. Zwischenzeitlich entsteht dabei die protonierte 
Komponente II (Compound II, cpd-2, Hydroxy-FeIV-Häm-Komplex). In Summe werden 
also einem Substrat-Molekül zwei Elektronen entzogen (Oxygenierung; Punkt 5 
Abbildung 7), gleichzeitig kehrt das Enzym in den nativen Zustand zurück. 2.) Besteht 
die Möglichkeit von zwei konsekutiven Ein-Elektronen-Oxidationen, wobei von zwei 
(phenolischen) Substrat-Molekülen jeweils ein Wasserstoffatom und ein Elektron (H+ + 
e-) abstrahiert werden, wodurch zwei (Phenoxyl)-Radikale entstehen. Zwischen den 
beiden Schritten bildet sich ebenfalls eine cpd-2, die allerdings nicht protoniert vorliegt2. 
Der Reaktionszyklus ist in Abbildung 7 graphisch dargestellt.  
                                                 
2 Protonierte und nicht-protonierte Form der cpd-2 liegen im Fall der UPOs in einem Gleichgewicht vor, 





Neben den P450s sind die UPOs (in Bezug auf ihr Substratspektrum) die vielseitigsten 
oxyfunktionalisierenden Enzyme. Die bis dato am intensivsten untersuchte UPO wird 
vom Basidiomyceten Agrocybe aegerita gebildet und sekretiert (AaeUPO, Ullrich et al., 
2004, Kluge et al., 2012, Karich et al., 2013). Es wurde gezeigt, dass die AaeUPO über 
100 verschiedene Substrate peroxygeniert und darüber hinaus ein breites Spektrum 
phenolischer und heterozyklischer Substrate über Ein-Elektronen-Oxidationen oxidiert 
(Aranda et al., 2010, Barkova et al., 2011, Peter et al., 2011, Poraj-Kobielska et al., 2011, 
Kluge et al., 2012, Karich et al., 2013, Hofrichter et al., 2015). Trotz dieses breiten 
Substratspektrums sind die von UPOs katalysierten Reaktionen in hohem Maße regio- 
und enantioselektiv (Poraj-Kobielska et al., 2011, Kluge et al., 2012).  
 
 
Abbildung 7: Postulierter Reaktionszyklus der AaeUPO dargestellt anhand der 
(Per)oxygenierung und Oxidation von p-Cresol (Seitenketten-Hydroxylierung vs. Phenol-
Oxidation) nach Hofrichter et al. (2020). (1) natives Enzym mit dreiwertigem Eisen und 
gebundenem Wassermolekül (native hydro-ferric complex), (2) Eisen(III)-Peroxid-Komplex 
(Compound 0 – cpd-0), (3) Compound I (cpd-1), (4) Compound II (cpd-2), (5) protonierte 
Compound II (H-cpd-2). Die zwei sequentiellen Ein-Elektronen-Oxidationen erfolgen an der 
phenolischen OH-Gruppe von zwei p-Cresol-Molekülen, während die Oxygenierung an der 
Methylgruppe eines p-Cresol-Moleküls stattfindet. 
 
Diese gleichzeitige Vielseitigkeit und Spezifität der UPOs hat das Interesse von 
Biotechnologen und organischen Chemikern geweckt und zu umfangreichen Studien auf 




UPO-Gene sind ubiquitär im Reich der echten Pilze (Eumycota) verbreitet und wurden 
darüber hinaus nur im Superphylum Heterokonta (Syn. Stramenopile) bei pilzähnlichen 
Pyrenosporales (Ordnung Pyrenosporomycetes, ehemals Oomycota) und wenigen 
Kieselalgen (Diatomeen) gefunden (Pecyna, 2016). In den beiden letztgenannten Fällen 
wurden die UPO-Gene höchstwahrscheinlich über horizontalen Gentransfer erworben, 
was den Schluss zulässt, dass der Besitz von UPOs ein autapomorphes Merkmal 
innerhalb des Pilzreiches ist (Pecyna, 2016). Phylogenetisch (d. h. bezüglich ihrer 
Sequenz-Homologien) können UPOs in zwei große Gruppen (Proteinfamilien) unterteilt 
werden, die sich u.a. in ihrer Molekularmasse (Sequenzlänge) unterscheiden: Gruppe I, 
die „kurzen“ UPOs mit einer durchschnittlichen Masse von 29 kDa und Gruppe II, die 
„langen“ UPOs mit einer mittleren Masse von 44 kDa (Abbildung 8) (Hofrichter et al. 
2015). 
Letztere kommen ausschließlich in Asco- und Basidiomyceten vor, wohingegen die 
kurzen UPOs in allen pilzlichen Phyla anzutreffen sind (Abbildung 8) (Hofrichter et al., 
2015). Die beiden in dieser Arbeit verwendeten Wildtyp-Enzyme aus den 
Basidiomyceten Agrocybe aegerita (AaeUPO) und Marasmius rotula (MroUPO) gehören 
zu den langen bzw. kurzen UPOs. Die rekombinante rCciUPO wurde in Aspergillus sp. 
(imperfekter Ascomycet) exprimiert. Das entsprechende Gen stammte jedoch aus dem 
Basidiomyceten Coprinopsis cinerea und repräsentiert eine weitere lange UPO. 
Interessanterweise kann auch die eingangs erwähnte CPO, die lange Zeit keine gesicherte 
Stellung innerhalb der Häm-Peroxidase-Community hatte, als UPO der Gruppe I 
klassifiziert werden, da ihre Aminosäuresequenz ca. 30 % Sequenz-Homologie zur 
MroUPO aufweist (Hofrichter et al., 2015, Hofrichter et al. 2020). Tatsächlich stellt die 
CPO einen Spezialfall der UPOs dar, ein Enzym, welches bevorzugt Halogenide (Cl-, Br-) 
peroxygeniert (Hofrichter et al., 2015). Vor dem Hintergrund der weiten Verbreitung von 
UPOs im Pilzreich und ihrer katalytischen Versatilität erschien es vielversprechend, die 
Umsetzbarkeit einer repräsentativen Anzahl organischer Schadstoffe durch diesen 
Enzymtyp zu testen. Daher wurden in der vorliegenden Arbeit 44 Verbindungen, 40 
davon aus der EPA-Prioritätsliste (priority pollutants), als potenzielle UPO-Substrate 
eingesetzt. Die Liste umfasst u. a. chlorierte Benzole, halogenierte Biphenylether, 






Abbildung 8: Phylogenetisches Dendrogramm basierend auf einem Neighbor-joining-
Algorhitmus. Die genetischen Distanzen wurden mittels JULES-CANTOR berechnet (modifiziert 
nach Hofrichter et al. 2015). Grün – Basidiomycota, rot – Ascomycota, blau – „Oomycota“ 
(Pyrenospormycetes), violett – „Zygomycota“ (Mucoromycotina), dunkelblau – 
Chytridiomycota, orange – Glomeromycota; die gestrichelten Linien unterteilen die UPO-
Sequenzen in zwei Großgruppen (Familie I und II). 
 
1.4 Inaktivierung von Häm-Thiolat- und Häm-Imidazol-Peroxidasen 
Neben der Nutzung von H2O2 als Elektronenakzeptor und Sauerstoffdonor für 
Oxyfunktionalisierungen katalysieren UPOs auch die Dismutation von H2O2 über eine 
Katalase-ähnliche Reaktion, bei der ein Sauerstoffmolekül (O2) und zwei Moleküle 
Wasser (H2O) aus einem Molekül H2O2 gebildet werden (Hofrichter et al., 2015). Die 
Katalase-Aktivität könnte sich als möglicher Nachteil bei der enzymtechnischen 
Anwendung von UPOs erweisen, da der unproduktive Verbrauch des Cosubstrates die 




Inaktivierung des Enzyms einher, was ein generelles Problem hämhaltiger 
Oxidoreduktasen ist. Dieses Phänomen manifestiert sich insbesondere, wenn Peroxide im 
Überschuss präsent sind (Shevelkova und Ryabov, 1996, Valderrama et al., 2002, Vlasits 
et al., 2010). In diesem Zusammenhang wurden die H2O2-abhängige Abnahme der 
Enzymaktivität und der Verlust der charakteristischen SORET-Bande im UV-Vis-
Spektrum (Heme-bleaching) für diverse Peroxidasen beobachtet (Vlasits et al., 2010). 
P450-Enzyme im Shunt-Modus sind von der Peroxid-abhängigen Enzym-Inaktivierung 
durch reaktive Intermediate in noch stärkerem Maße betroffen (Arnao et al., 1990, 
Karuzina und Archakov, 1994, Chang et al., 1999, Hiner et al., 2000, Vidal-Limon et al., 
2013). 
In einigen Studien wurde die Konkurrenz zwischen dem Substratmolekül und einem 
weiteren Molekül des Cosubstrats (H2O2) um die reaktive Peroxidase-cpd-I postuliert 
(Arnao et al., 1990, Wariishi und Gold, 1990). Demnach könnte ein Überschuss des 
Substrates die Peroxidase vor der Inaktivierung durch H2O2 schützen. Nach 
Überdosierung von H2O2 wurde die Oxidation von Aminosäuren (Tryptophan) des 
Apoproteins verschiedener Peroxidasen (wie Lignin-Peroxidase und Ascorbat-
Peroxidase, EC 1.11.1.11) beobachtet (Blodig et al., 1998, Hiner et al., 2001, Pogni et al., 
2005). Im Fall der CPO ergab sich hingegen, dass eine irreversible Zerstörung des Häms 
für die Enzym-Hemmung verantwortlich war, mögliche Häm-Abbauprodukte konnten 
allerdings nicht nachgewiesen werden (Ayala et al., 2011). Aufgrund ihrer 
phylogenetischen und katalytischen Verwandtschaft sollte der H2O2-induzierte 
Inaktivierungsmechanismus von CPO und UPOs Ähnlichkeiten aufweisen; 
entsprechende Studien sind allerdings noch nicht publiziert worden (Shevelkova und 
Ryabov, 1996, Wang et al., 2013). 
Die reaktiven Intermediate cpd-I und cpd-II aus dem katalytischen Zyklus der AaeUPO 
(Abbildung 7) wurden vor einigen Jahren mittels Stopped-Flow-Technik spektroskopisch 
nachgewiesen (Wang et al., 2012, Wang et al., 2015). Es überraschte nicht, dass die cpd-
1 und cpd-2 von AaeUPO und CPO Ähnlichkeiten aufwiesen3, was auch eine 
mechanistische Verwandtschaft beider Enzyme nahelegt (neben der phylogentischen 
Homologie), auch wenn die cpd-2 der AaeUPO stärker basisch und reaktiver ist als das 
Pendant der CPO (Nakajima et al., 1985, Palcic et al., 1980, Kuhnel et al., 2007, Wang et 
                                                 
3 Interessanterweise unterscheiden sich jedoch die Spektren der CPO und AaeUPO im Grundzustand 




al., 2015). Die dritte reaktive Spezies, die Compound III (cpd-3), die in Gegenwart hoher 
H2O2-Konzentrationen gebildet wird, konnte für die AaeUPO noch nicht nachgewiesen 
werden, ist aber von der CPO bekannt (Kuhnel et al., 2007). 
Die cpd-3 von CPO und klassischen Peroxidasen (z. B. Meerrettich-Peroxidase) wird 
gebildet, wenn ein weiteres Molekül H2O2 auf die cpd-2 trifft (Vlasits et al., 2010, Kuhnel 
et al., 2007). Nachdem eine solche cpd-3 mit weiteren H2O2-Molekülen reagiert hatte, 
wurde eine sogenannte Verdohäm-Verbindung (P670, Absorptionsbande bei 670 nm) 
nachgewiesen (Arnao et al., 1990). Das grünlich erscheinende P670-Derivat entsteht im 
Zuge der Autohydroxylierung des Porphyrin-Rings und könnte deshalb ein Intermediat 
auf dem Weg der Häm-Zersetzung sein (Valderrama, 2010). Verdohäm ist auch ein 
bekanntes Intermediat des humanen Hämoglobinabbaus, das durch Hämoxygenasen (EC 
1.14.99.3) gebildet wird (Liu et al., 1997). Hämoxygenasen sind mebranständige 
Dioxygenasen, welche die mehrstufige Oxidation des Häms zu Biliverdin katalysieren 
(Tenhunen et al., 1969). Dabei werden drei Phasen unterschieden: 1.) die α-meso-
Hydroxylierung am Häm, 2.) die Umlagerung des α-meso-Hydroxyhäm zu P670 und 3.) 
die eigentliche Biliverdin-Bildung (Ortiz de Montellano, 1998, Kikuchi et al., 2005, Lai 
et al., 2010). Während die ersten beiden Schritte ohne Zweifel enzymabhängig sind und 
NADPH/O2 bzw. O2 benötigen (Ortiz de Montellano, 1998), erfolgt der dritte Schritt 
möglicherweise nicht enzymatisch über eine chemische Hydrolyse (Gheidi et al., 2007). 
Es gibt Hinweise, dass auch die Inaktivierung der UPOs durch überschüssiges H2O2 
bewirkt wird. So nahm in Studien mit der AaeUPO die Enzymaktivität innerhalb von 
Minuten deutlich ab, wenn die Oxyfunktionalisierung von C-H-Bindungen (z. B. 
Ethylbenzol) in Anwesenheit von stöchiometrischen Mengen H2O2 durchgeführt wurde. 
Wurde H2O2 jedoch langsam dosiert (z. B. mit einer Spritzenpumpe), blieb das Enzym 
über Stunden stabil (Churakova et al., 2011). Betrachtet man die unterschiedlichen total 
turnover numbers (TTN) verschiedener UPO-Substrate, wird deutlich, dass die 
Inaktivierung des Enzyms zusätzlich vom jeweiligen Substrat abhängig ist (Kluge et al., 
2012). Das Phänomen des Heme-bleaching wurde von R. Ullrich (persönliche Mitteilung) 
für die AaeUPO bereits mehrfach beobachtet, jedoch noch nicht systematisch analysiert. 
Deshalb sollte in der vorliegenden Arbeit die Katalase-Reaktion von drei verschiedenen 
UPOs aus den Basidiomyceten Marasmius rotula (MroUPO), Coprinopsis cinerea 




Inaktivierungsmechanismus in Abhängigkeit von der H2O2-Konzentration erarbeitet 
werden. 
1.5 Peroxygenasen auf dem Weg zum industriellen Einsatz 
Trotz der seit einigen Jahren bekannten Promiskuität der UPOs bezüglich Sauerstoff-
Transferreaktionen bei gleichzeitig hoher Regio- und Enantioselektivität und ihrer im 
Vergleich zu intrazellulärem P450-Enzymen ausgeprägten Robustheit, konnte bisher 
keine erfolgreiche industrielle Anwendung etabliert werden (Hofrichter und Ullrich, 
2014, Hofrichter et al., 2015, Wang et al., 2017). Hauptgründe hierfür sind 
Schwierigkeiten bei der heterologen Expression (Babot et al. 2013), nach wie vor zu 
geringe TTN für relevante Reaktionen (Kluge et al., 2012, Bormann et al., 2015) und die 
Inaktivierung durch das eigene Cosubstrat (überschüssiges H2O2). Somit sind technische 
Anwendungen von UPOs im Bulk- oder Feinchemikalien-Sektor, wie die Oxidation von 
Benzol zu Phenol oder von Phenol zu Hydrochinon, perspektivisch (noch) nicht rentabel 
(Karich et al., 2018). 
1.5.1 Weitere Beispiele relevanter Reaktionen 
Neben der erwähnten Peroxygenierung von Benzol zu Phenol gibt es weitere potenziell 
relevante Reaktion, die von UPOs katalysiert werden (Abbildung 9A). So findet auch ein 
Produkt der Hydroxylierung von Phenol, das Hydrochinon (para-Dihydroxybenzol), 
industrielle Verwendung vor allem im pharmazeutischen und kosmetischen Bereich, u. a. 
als Bleichmittel in Hautcremes (Andersen et al., 2010). Zwar ist die Hydroxylierung von 
Phenol durch die AaeUPO effektiver als die Hydroxylierung von Benzol, jedoch sind die 
Produktausbeuten noch immer zu gering, um tatsächlich wirtschaftlich von Interesse zu 
sein (Karich et al., 2013). Zudem ergaben sich weitere Probleme, da neben dem para-
hydroxylierten Hydrochinon während der Reaktion auch das ortho-hydroxylierte 
Analogon (Brenzkatechin) zu etwa 15 % entstand (Karich et al, 2013). Außerdem werden 
beide Dihydroxybenzole (aber auch Phenol) wegen ihrer besseren Wasserlöslichkeit im 
Vergleich zum Benzol und bei entsprechender Verfügbarkeit von H2O2 als Substrate 
bevorzugt. Darüber hinaus werden phenolische Gruppen durch den peroxidativen Weg 
(Ein-Elektronen-Oxidation) der UPOs zu Phenoxyl-Radikalen oxidiert, wenn dem nicht 
mit entsprechenden Radikalfängern (Ascorbinsäure) entgegengewirkt wird (Kinne, 
2010). Dass der Einsatz von Ascorbinsäure in technischem Maßstab nur bedingt 




reduzieren, läge in der Verwendung von UPO-Mutanten mit reduzierter Peroxidase-
Aktivität (Mate et al., 2017). 
Cyclohexanon ist ein weiteres Produkt mit industrieller Relevanz, das weltweit im 
Umfang von etwa 6 Millionen Tonnen jährlich produziert wird (Musser, 2012, GVR, 
2017). Doch, obwohl sowohl AaeUPO als auch MroUPO Cyclohexan hydroxylieren, 
werden nur durch letztere substantielle Mengen an Cyclohexanon gebildet (Abbildung 
9B, Peter et al., 2014). Die Produktausbeute der Reaktion ist jedoch zu gering, um derzeit 
industriell anwendbar zu sein (Peter et al., 2014). Eine der vielversprechendsten UPO-
Reaktionen, besonders hinsichtlich der erreichbaren TTN, ist die enantioselektive 
Hydroxylierung von Ethylbenzol zu (R)-1-Phenylethanol durch die AaeUPO (Abbildung 
9C). Bereits die nicht optimierte Reaktion ergab TTN-Werte von über 100.000 und damit 

















Abbildung 9: Durch UPOs katalysierte Reaktionen: (A) Peroxygenierung von Benzol und 
anschließende Umsetzung des entstandenen Phenols zum korrespondierenden Hydrochinon und 
Brenzkatechin vermittelt durch die AaeUPO (Karich et al., 2013), (B) Bildung von Cyclohexanol 
und Cyclohexanon aus Cyclohexan katalysiert durch die MroUPO (Peter et al., 2014), (C) 
enantioselektive Hydroxylierung von Ethylbenzol durch die AaeUPO (Kluge et al., 2012), (D) 




Aus diesem Grund diente Ethylbenzol später verschiedentlich als Modellsubstrat, um 
Reaktionsbedingungen, zumeist hinsichtlich der „smarten“ Dosierung von H2O2, zu 








Abbildung 10: Durch UPOs katalysierte Reaktionen: (A) regioselektive Hydroxylierung von 
Cortison durch die MroUPO (und MweUPO) und anschließende Seitenkettenabspaltung (Ullrich 
et al., 2018), (B) stereo- und regioselektive Hydroxylierung und Epoxidierung von Testosteron 
mittels CglUPO (Kiebist et al., 2017), (C) Epoxidierung und Hydroxylierung ungesättigter 




Der Heterozyklus des Indols ist ein bisher wenig untersuchtes Substrat für UPOs. Einige 
vorläufige Tests haben aber bereits gezeigt, dass die Reaktionen zu Indoxyl und Oxindol 
möglicherweise ein interessantes Potential hinsichtlich der Synthese von Indigo-
Farbstoffen und Wirkstoffen birgt (Abbildung 9D, Kalum et al., 2014a).  
Weitere relevante UPO-Reaktionen sind der Synthese von Fein- und Spezialchemikalien 
zuzuordnen. Hierzu gehören u. a. die stereoselektive Hydroxylierung von Cortison 
(Abbildung 10A) sowie die stereo- und enantioselektive Hydroxylierung und 
Epoxidierung von Testosteron (Abbildung 10B) (Kiebist et al., 2017, Ullrich et al., 2018). 
Fettsäuren sind ebenfalls eine interessante Stoffgruppe, die als Substrat für UPOs 
fungieren. Insbesondere ungesättigte Fettsäuren können von UPOs auf verschiedenen 
Wegen hydroxyliert und epoxidiert werden (Abbildung 10C, Aranda et al., 2018a).  
Es wurden in diesem Zusammenhang bereits UPO-Mutanten generiert, die über eine 
erhöhte Selektivität gegenüber Doppelbindungen verfügen und verstärkt die 
Epoxydierung ungesättigter Fettsäuren katalysieren (Carro et al., 2019). 
1.5.2 Kunststoffe und biologische Kunststoffe 
Kunststoffe wie Polyethylenterephthalat (PET) sind ein wesentlicher Bestandteil des 
menschlichen Lebens. Der jährliche Verbrauch an diesen Kunststoffen betrug im Jahr 
2014 etwa 40 Millionen Tonnen und wird im Jahr 2020, trotz aller avisierter 
Gegenmaßnahmen, möglicherweise auf über 70 Millionen Tonnen ansteigen (Siddique et 
al., 2008). Aktuell geht der mit Abstand größte Teil der Kunststoffe auf die fossile 
Kohlenstoffquelle Erdöl zurück (Eriksson & Finnveden, 2009). Die weitere Nutzung von 
Erdöl als wichtigste Rohstoff- und Energiequelle der menschlichen Gesellschaft 
(Stichwort Petrochemie) wird aber langfristig unausweichlich zur Erschöpfung der 
fossilen Quellen führen. Daher müssen zukünftig neue Rohmaterialen, Produktionswege 
und -systeme entwickelt und in der Industrie implementiert werden. Einen Ansatz bildet 
die Nutzung von Zuckern aus pflanzlichen Polysacchariden als Ersatz für 
Petrochemikalien (Villela et al., 2011). 
Ein prominentes Beispiel ist das Fruktose-Derivat 5-Hydroxymethylfurfural (HMF), ein 
heterozyklischer, aromatischer Fünfring, der früh das Interesse der Polymerchemiker 
geweckt hat, da die Verbindung als Ausgangsstoff zur Synthese von PET-Analoga 
eingesetzt werden kann. HMF wird aus nachwachsenden Rohstoffen wie Inulin und 




Ausgangsmaterial dienen (Rosatella et al., 2011, Papageorgiou et al., 2014). Industriell 
relevante Herstellungsprozesse basieren auf der Dehydratisierung von Fruktose und 
Glucose in wässrigen Systemen, Zweiphasensystemen (wässrig-organisch) oder in 





Abbildung 11: Strukturformel von (A) 5-Hydroxymethylfurfural (HMF), (B) 2,5-
Furandicarbonsäure (FDCA) und (C) Terephthalsäure. 
 
Die Reaktionen laufen autokatalytisch ab, sind säurekatalysiert oder metallabhängig 
(Rosatella et al., 2011). 2,5-Furandicarbonsäure (FDCA), ein Oxidationsprodukt des 
HMF, ähnelt chemisch Terephthalsäure (Abbildung 11) und könnte in Zukunft die Basis 
für die Herstellung von Polyestern aus nachwachsenden Rohstoffen bilden. 
1.5.3 HMF - ein Modellsubstrat für enzymatische Kaskaden-Reaktionen 
In Ergänzung zu Ganzzell-Synthesen (Koopman et al., 2010, Wierckx et al., 2015) 
wurden in der jüngeren Vergangenheit einige enzymatische Kaskaden-Reaktionen zur 
Herstellung von FDCA aus HMF publiziert. Diese Kaskaden-Reaktionen vereinten z. B. 
flavinhaltige Oxidasen, wie die pilzliche Arylalkohol-Oxidase (AAO, EC 1.1.3.7) und 
Peroxygenasen (UPO und CPO) (van Deurzen et al., 1997, Dijkman und Fraaije, 2014, 
Carro et al., 2015, McKenna et al., 2015). Außerdem wurde ein Patent eingereicht, in dem 
pilzliche Galaktose-Oxidase (GAO; EC 1.1.3.9) – ein relativ unspezifisches, 
kupferhaltiges Enzym, das diverse Zucker und Alkohole oxidiert (Whittaker, 2002) – 
HMF in Kooperation mit einer UPO oxidiert (Dijkman et al., 2014). Die Kombination 
der drei genannten Oxidoreduktasen, AAO, GAO und UPO, in einer Kaskaden-Reaktion 
zur HMF-Oxidation wurde bis dato jedoch nicht etabliert. Eine solche Kombination 
würde nicht nur drei pilzliche Enzyme, die jeweils HMF oxidieren, per se 
zusammenbringen, sondern sie würde auch eine Peroxid konsumierende Reaktion (UPO) 
mit zwei Peroxid generierenden Reaktionen (AAO, GAO) vereinen. Darüber hinaus sind 
AAO, GAO und UPO glykolysierte Enzymproteine, die von den Pilzen aktiv in ihre 




Sigoillot et al., 2005, Hofrichter et al., 2015); aus diesem Grund sind sie vergleichsweise 
robust und prozessstabiler als intrazelluläre oder periplasmatische bakterielle Enzyme 
(Correia et al., 2016). In der vorliegenden Arbeit wurde vor diesem Hintergrund eine 
multienzymatische Reaktionskaskade zur Herstellung von FDCA aus HMF unter 
Verwendung ausschließlich pilzlicher Oxidoreduktasen entwickelt und in Hinblick auf 





Seit der erstmaligen Beschreibung einer unspezifischen Peroxygenase (AaeUPO4) im 
Jahr 2004 sind zahlreiche Publikationen zu diesem neuen Enzymtyp, der mittlerweile eine 
eigene Superfamilie der Häm-Proteine repräsentiert, erschienen (Ullrich et al., 2004, 
Kluge et al., 2009, Kiebist et al., 2017). Die Veröffentlichungen legten den Fokus auf 
spezielle synthetische Aspekte, wie die hohe Regio- und Enantioselektivität gegenüber 
bestimmten Substraten (z. B. prochirale Verbindungen) bei gleichzeitig relativ einfacher 
Reaktionsführung (z. B. über Cosubstrat-Dosierung mittels Spritzenpumpen) (Gutierrez 
et al., 2011, Kluge et al., 2012). Hierbei kristallisierte sich bereits vor zehn Jahren heraus, 
dass UPOs ein vielversprechendes Anwendungspotenzial für die Weiße Biotechnologie 
besitzen (Ullrich & Hofrichter, 2005, Hofrichter & Ullrich, 2006). Allerdings wurden 
auch rasch die Grenzen des Einsatzes von UPOs in industrielle Anwendungen sichtbar 
(Aranda et al., 2010, Peter et al., 2014, Bormann et al., 2015). Dies gilt u. a. für die 
Substratlimitierung aufgrund geringer Löslichkeit, ungünstiger Molekülgröße (bulkiness) 
oder zu hohen Redoxpotentials sowie für reaktionstechnische Aspekte wie die bereits 
erwähnte irreversible Inaktivierung des Enzyms im Verlaufe der Katalyse. Für mögliche 
Anwendungen sollten diese limitierenden Faktoren bekannt sein, um sie ggf. zu 
vermeiden oder minimieren zu können. 
Deshalb war es Ziel der vorliegenden Arbeit, die genannten limitierenden Faktoren der 
UPO-Katalyse systematisch zu erfassen, mögliche Handlungsempfehlungen zu ihrer 
Vermeidung zu geben und weiterführende Untersuchungen in Richtung industrieller 
Anwendungen anzuregen. Darüber hinaus sollte das degradative Potential der im 
Pilzreich omnipräsenten UPOs bezüglich der Oxidation von Umweltschadstoffen 
(Xenobiotika) vor dem Hintergrund bestehender „Grenzen des biologischen Abbaus“ 
analysiert und diskutiert werden. 
Drei Schwerpunkte wurden in diesem Zusammenhang bearbeitet: 
1. In Hinblick auf die biologische Oxidierbarkeit und die Grenzen der UPO-Katalyse 
(Substratlimitierung) sollten 40 ausgewählte Vertreter aus rekalzitranten und 
umweltrelevanten Substanzgruppen (größtenteils solche, die als EPA priority 
                                                 




pollutants gelistet sind) hinsichtlich ihrer Umsetzbarkeit durch zwei UPOs aus den 
agaricalen Basidiomyceten Agrocybe aegerita (AaeUPO) und Marasmius rotula 
(MroUPO) untersucht werden. Die ermittelten Daten sollten insbesondere in Hinblick 
auf Substrateigenschaften wie Molekülgröße, Wasserlöslichkeit und 
Substitutionsmuster analysiert und kritisch diskutiert werden. 
2. Die Inaktivierung von drei UPO-Wildtypen, einem heterolog und zwei homolog 
hergestellten Proteinen (rCciUPO bzw. AaeUPO, MroUPO), sollte unter 
Reaktionsbedingungen untersucht werden. Ziel war es, Beitrag und Ausmaß der 
relevanten Faktoren, die für die Inaktivierung verantwortlich sind, zu beschreiben und 
den Inaktivierungsmechanismus, soweit möglich, aufzuklären. Außerdem sollte die 
Katalase-Aktivität der drei UPOs analysiert und vergleichend beschrieben werden. 
3. Unter Verwendung der in Punkt 2 gewonnenen Erkenntnisse sollte eine Optimierung 
der Oxidation von Hydroxymethylfurfural (HMF) zur korrespondierenden 
Dicarbonsäure (FDCA) erfolgen. Hierfür war es erforderlich, intelligente Kaskaden-
Reaktionen unter Einsatz von UPOs und verschiedenen pilzlichen Oxidasen zu 
etablieren. 
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3 MATERIAL UND METHODEN 
3.1 Unspezifische Peroxygenasen (UPOs) 
Die homologe Herstellung und Reinigung der Wildtyp-UPOs aus Agrocybe aegerita und 
Marasmius rotula erfolgte nach Fermentationsprotokollen von Ullrich et al. (2004) bzw. 
Gröbe et al. (2011). Hierfür wurden die Pilzkulturen in Komplexmedien bei 24 °C über 
zwei bzw. drei Wochen in aktiv begasten Rührkessel-Reaktoren kultiviert. Das Medium 
für die AaeUPO-Herstellung setzte sich wie folgt zusammen: 20 g L-1 Sojamehl und 
5 g L-1 Bacto-Pepton. Für die Gewinnung der MroUPO wurde folgendes Medium 
verwendet: 28 g L-1 Glucose, 12 g L-1 Soja-Pepton und 3 g L-1 Hefeextrakt. 
Die rekombinante UPO aus Coprinopsis cinerea (Gen-Modell CC1G_08427T0 
exprimiert in Aspergillus oryzae) wurde von NOVOZYMES A/S (Bagsvaerd, Dänemark) 
wie in Babot et al. (2013) beschrieben hergestellt und freundlicherweise zur Verfügung 
gestellt. Konkrete Informationen zur genetischen Transformation des Wirtes und zu den 
Kultivierungsmethoden unterliegen der Geheimhaltung und können daher hier nicht 
ausführlich dargestellt werden. 
Die Enzymaktivität der UPOs wurde standardmäßig anhand der Umsetzung von 
Veratrylalkohol (3,4-Dimethoxybenzylalkohol) zu Veratrylaldehyd unter H2O2-
Verbrauch im pH-Optimum des jeweiligen Enzyms (pH 7,0 für die AaeUPO und 
rCciUPO sowie pH 5,5 für die MroUPO) und bei 25 °C in Quarzglasküvetten 
(Schichtdicke 1 cm) bestimmt. Mit einem Spektrophotometer der Firma Varian (Cary 50 
Bio UV/VIS, Darmstadt, Germany) wurde die Absorptionszunahme bei 310 nm 
(ε = 9.300 M-1cm-1) über 20 s gemessen. Der Inkubationsansatz (1 mL) setzte sich wie 
folgt zusammen: 
Kaliumphosphatpuffer (KPi, pH 7.0 oder 5.5) 50 mM 
Veratrylalkohol   5 mM 
Enzymprobe 5-10 µL 
H2O2    1 mM 
Die spezifischen Aktivitäten der finalen UPO-Präparate für die AaeUPO, MroUPO und 
rCciUPO betrugen 98 U mg-1, 28 U mg-1 bzw. 16 U mg-1. Die Aktivitäten werden in Units 
(U) angegeben, wobei 1 U der Oxidation von 1 µmol Veratrylakohol (VA) pro Minute 
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entspricht (µmol min-1 ≈ 16,7 nkat = 1,67 × 10-8 mol s-1); die Veratrylalkohol-basierten 
UPO-Aktivitäten werden z. T. auch als UVA abgekürzt. 
3.2 Rekombinante Galaktose-Oxidase  
Die rekombinante Galaktose Oxidase (GAO) wurde in Aspergillus oryzae exprimiert und 
von NOVOZYMES A/S (Bagsvaerd, Dänemark) gereinigt und bereitgestellt. Die finale 
Proteinkonzentration des Präparates betrug 3,9 mg mL-1 und die spezifische Aktivität 
5,6 U mg-1. Diese Werte beruhten auf den Herstellerangaben. 
3.3 Arylalkohol-Oxidase (AAO) 
Die Produktion der Wildtyp-AAOs aus Pleurotus eryngii (PeryAAO) und Bjerkandera 
adusta (BaduAAO) erfolgte in 10-L-Rührkessel-Reaktoren (Fermenter Biostat B+, 
Sartorius, Göttingen, Deutschland) in Submerskultur; die Reaktoren enthielten 8 L 
Kulturmedium. Pleurotus ostreatus (PostAAO) wurde in einem 30-L-Rührkessel-
Reaktor (Braunbiotech, Melsungen, Deutschland) unter Verwendung von 20 L 
Kulturmedium kultiviert. Das Medium zur Herstellung der BaduAAO setzte sich wie 
folgt zusammen: 3,0 g L-1 Na-Acetat, 0,5 g L-1 NH4-Tartrat, 0,3 g L-1 Hefeextrakt, 2,0 g 
L-1 K2HPO4, 0,5 g L-1 MgSO4 × 7 H2O, 0,1 g L-1 CaCl2, 0,01 g L-1 FeSO4 × 7 H2O; der 
pH-Wert wurde mit Essigsäure auf 5,5 eingestellt. Die Kultur wurde mit etwa 4 L min-1 
Luftsauerstoff begast und mi 100 rpm gerührt. Drei Tage nach der Inokulation mit 1 L 
flüssiger Vorkultur wurde die AAO-Bildung mit Veratrylalkohol induziert (finale 
Konzentration 0.5 mM); danach wurde die Kultivierung über weitere sieben Tage 
fortgeführt. 
Das Kulturmedium für beide Pleurotus-Arten enthielt folgende Komponenten: 10,0 g L-1 
Glukose, 1,0 g L-1 Na-Acetat, 2,0 g L-1 Hefeextrakt, 5,0 g L-1 Pepton (Soja), 2,0 g L-1 
KH2PO4, 0,5 g L-1 MgSO4 × 7 H2O, 0,1 g L-1 CaCl2, 0,01 g L-1 FeSO4 × 7 H2O; der pH-
Wert wurde mit HCl auf 5,2 eingestellt. Es wurde kein Veratrylalkohol zugegeben; die 
Kultivierung dauerte sieben Tage. 
Nach der Ernte wurden die Kulturflüssigkeiten durch ein Baumwollstofftuch grob 
filtriert, dann eingefroren und wieder aufgetaut, um gelöste Oligosaccharide zu 
präzipitieren und zu fällen. Das Filtrat wurde zentrifugiert (Sorvall Lynx 6000; 
Fiberlite™ F9-6 x 1000 LEX, 9000 rpm, Thermo Scientific™, Karlsruhe, Deutschland) 
und der erhaltene Überstand durch Glasmikrofaserfilter filtriert (GF/F 125 mm; GE 
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Healthcare LS Whatman™, Maidstone, Großbritannien). Die Filtrate wurden mittels 
Ultra-Tangential-Filtration über eine 10-kDa-cut-off-Membran konzentriert (Sartocon 
Slice Disposable; 3061463901E-SW; Sartorius Stedim, Göttingen, Deutschland). Die 
partielle Reinigung der AAO erfolgte mittels eines FPLC-Systems ÄKTA Avant 25 (GE 
Healthcare, Solingen, Germany) in zwei Schritten über Ionenaustausch-Chromatographie 
unter sequentieller Verwendung einer Q-Sepharose®-Säule (26 mm × 200 mm) und einer 
Mono-Q®-Matrix (10 mm × 100 mm; GE Healthcare, Solingen, Germany; Abbildung 12 
und Abbildung 13). 
 
Abbildung 12: Exemplarisches Elutionsprofil einer Anion-Austausch-Chromatographie an einer 
Q-Sepharose®-Säule (26/200); es wurden 2.700 Units PostAAO aufgetragen. 
 
 
Abbildung 13: Exemplarisches Elutionsprofil einer Anion-Austausch-Chromatographie unter 
Verwendung einer MonoQ®-Säule (10/100); es wurden 2.800 U PostAAO aufgetragen.
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Zuletzt erfolgte eine Größenausschluss-Chromatographie (SEC) an einer Sephadex®-75-










Abbildung 14: Exemplarisches Elutionsprofil einer Größenausschluss-Chromatographie (size 
exclusion chromatography = SEC) von 1.250 Units PostAAO an einer Sephadex®-75-Säule 
(26/600). 
 
Die AAO-Aktivität wurde wie in Ferreira et al. (2005) beschrieben gemessen. Hierfür 
wurde die Oxidation von Veratrylalkohol (8 mM) in 100 mM KPi (pH 6) am 
Spektrophotometer bei einer Wellenlänge von 310 nm verfolgt. Die spezifischen 
Aktivitäten der finalen Präparate der BaduAAO, PeryAAO und PostAAO betrugen 
28,1 U mg-1, 39,0 U mg-1 bzw. 80,6 U mg-1. 
3.4 Weitere Enzympräparate  
Superoxid-Dismutase (SOD), Glukose-Oxidase (GOX) und Meerrettich Peroxidase 
(HRP) wurden von Sigma-Aldrich (Schnelldorf, Deutschland) bezogen. Rekombinante 
Galaktose-Oxidase (GAO) und Katalasen (KAT, Terminox Ultra, Aktivität 
50.000 U mL-1, in Aspergillus oryzae exprimiert) wurden von NOVOZYMES AS 
(Bagsværd, Dänemark) zur Verfügung gestellt.
MATERIAL UND METHODEN 
27 
 
3.5 Bestimmung der Proteinkonzentration 
Die Bestimmung der Proteinkonzentration erfolgte nach einer modifizierten Methode von 
Bradford (Bradford, 1976). Dazu wurde ein Fertigtest (Roti®-Nanoquant) nach den 
Angaben des Herstellers verwendet (Carl Roth GmbH, Karlsruhe). Die Messung erfolgte 
in 96-Well-Mikrotiterplatten (Greiner, Frickenhausen, Deutschland) mit dem 
Plattenreader Infinite® 200 von TECAN (Crailsheim, Germany). Zur Kalibrierung diente 
Rinderserumalbumin als Standard (Frak. V, Roth Karlsruhe, Germany). 
3.6 Oxyfunkltionalisierung ausgewählter Substrate 
3.6.1 Hydroxymethylfurfural (HMF) und seine Derivate 
Reaktionsansätze zur Bestimmung der pH-Abhängigkeit der Oxidation von HMF und 
HMF-Derivaten (2,5-Diformylfuran - DFF, 5-Hydroxymethxyl-2-furancarbonsäure - 
HMFCA, 5-Formylfuran-2-carbonsäure - FFCA, 2,5-Furandicarbonsäure - FDCA) durch 
diverse Oxidoreduktasen setzten sich wie folgt zusammen: 2 mM Substrat, 50 mM KPi 
verschiedener pH-Werte (3,0 bis 9,0 in pH-Schritten von 0,5), einmalige direkte Zugabe 
von 1 mM H2O2 im Fall der AaeUPO mit HMF und DFF als Substraten oder „schonende“ 
Dosierung von 2 mM H2O2 mittels einer Spritzenpumpe über zwei Stunden für die 
Substrate FFCA und HMFCA. Das Endvolumen betrug stets 500 µL in 1,5-mL-HPLC-
Vials. 
Die applizierten Mengen an Enzymprotein für GAO, AAOs und AaeUPO betrug 
0,6 mg mL-1, 0,06 mg mL-1 bzw. 0,012 mg mL-1. Im Fall der Oxidation von FFCA durch 
die AaeUPO wurde nur ein Zehntel der Enzymmenge eingesetzt (0.0012 mg mL-1). Die 
Reaktionsansätze wurden für zwei Stunden, oder im Falle der HMF- und DFF-Oxidation 
durch die AaeUPO für 15 Minuten, mit einem Magnetrührer gerührt (AaeUPO) oder auf 
einem Rüttler geschüttelt (Oxidasen) und durch Zugabe von 50 µL Trichloressigsäure 
(50 % vol/vol) oder – im Fall der FFCA-Ansätze thermisch bei 95 °C (über 
3 min) - gestoppt. 
Reaktionsansätze zur Bestimmung apparenter kinetischer Konstanten in einem 
Gesamtvolumen von 500 µL setzten sich bei variierender Substratkonzentration wie folgt 
zusammen: 50 mM KPi (pH 6,0), 0,5 bis 140 mM HMF oder DFF sowie 4 µM, 2 µM 
bzw. 0,111 µM folgender Oxidoreduktasen: GAO, verschiedene AAOs und AaeUPO. Die 
Reaktionen wurden mit 50 µL Natriumazid (10 mM) gestoppt. 
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Die Oxidation von FFCA durch ausgewählte Enzyme wurde in weiteren 
Reaktionsansätzen genauer untersucht. Die Zusammensetzung dieser Ansätze ist im 
folgenden Absatz beschrieben. Ansätze mit AAOs enthielten in einem Gesamtvolumen 
von 500 µL die folgenden Komponenten: 2,5 mM FFCA, 50 mM KPi (pH 6, 7 oder 7,5), 
0,02 mg ml-1 AAO (PeryAAO, PostAAO oder BaduAAO) zusätzlich optional 2,2 µg ml-1 
KAT. Die Ansätze wurden für 76 Stunden bei 175 rpm auf einem Rüttler geschüttelt. 
Weitere Reaktionsansätze enthielten stets 2,5 mM FFCA, 50 mM KPi bei pH 7;25 und 
außerdem verschiedene Kombinationen aus AaeUPO (0,04 mg mL-1), KAT 
(2,2 µg mL-1), SOD (10 µg mL-1), HRP (1 mg mL-1) sowie H2O2 (5 mM). Zusätzlich 
wurde FFCA (2,5 mM) und AaeUPO (0,04 mg mL-1) kombiniert mit GOD (0,1 mg mL-1), 
Glukose (50 mM) und KAT (2,2 µg mL-1); die letztere Reaktion wurde auch ohne 
AaeUPO angesetzt. Kontrollen der zuvor genannten Reaktionsansätze enthielten 2,5 mM 
FFCA in 50 mM KPi (pH 7,25) und optional 10 mM H2O2 und durch Hitze inaktivierte 
AaeUPO (0,12 und 0,012 mg mL-1 entsprechend 10 bzw. 1 U mL-1) oder 50 mg mL-1 
Hämoglobin aus Schweineblut oder Rohhämin (5 mg mL-1) oder 1 mM Natriumazid. 
Die Oxidation von FFCA durch AAOs wurde bei drei verschieden pH-Werten getestet. 
Die Ansätze setzten sich wie folgt zusammen: 50 mM KPi (pH 6,0, 7,0 oder 7,5), 
6 µg mL-1 BaduAAO, PostAAO oder PeryAAO und 5 mM FFCA. Zur Prüfung, ob die 
AAO-katalysierte Oxidation von FFCA durch H2O2 inhibiert wird, wurde FFCA (2,5mM) 
für 24 Stunden (25 °C, 175 rpm) zusammen mit 6 µg mL-1 BaduAAO, PostAAO oder 
PeryAAO und H2O2 in verschiedenen Konzentrationen (0 bis 20 mM) inkubiert. 
Unter Anwendung der gewonnenen Erkenntnisse wurde schließlich eine modellhafte 
Kaskaden-Reaktion etabliert. Diese Reaktion kombinierte GAO (0,6 mg mL-1), PeryAAO 
(0,32 mg mL-1) und AaeUPO (0,098 mg mL-1), 10 mM Substrat (HMF) in einem 
Gesamtvolumen von 10 mL (50 mM KPi, pH 6,0). Die Probenahmen erfolgten 
kontinuierlich alle 40 Minuten. Die Proben wurden mittels HPLC-Methode 14 analysiert 
(Tabelle 2). Externes H2O2 wurde nicht zu dosiert und die AaeUPO ausschließlich über 
die Oxidasen mit H2O2 versorgt. 
3.7 Oxidation aromatischer Schadstoffe und Xenobiotika 
3.7.1 Reaktionsansätze 
Als Reaktionsgefäße dienten 1,5-mL-HPLC-Vials, die mit 50 mM KPi (pH 7) und 5-30 % 
ACN befüllt waren; die Reaktionsvolumina betrugen 0,5 oder 1 mL. Die finale 
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Enzymaktivität (AaeUPO oder MroUPO) variierte zwischen 0,5 und 1 U mL-1. Die 
Reaktionen wurden durch Zugabe von H2O2 gestartet; die finale Peroxid-Konzentration 
betrug 0,5 bis 2 mM. Das Peroxid wurde mit der Pipette zugegeben und im Fall größerer 
PAK (Drei- und Mehrringsysteme) über 30 Minuten mittels einer Spritzenpumpe dosiert. 
In parallelen Reaktionsansätzen wurde Ascorbinsäure (5 mM) zugegeben, um eine 
Polymerisation der gebildeten Phenoxyl-Radikale durch Reduktion zu vermeiden. Für 
jede Reaktion wurden Kontrollen ohne Enzym mitgeführt. Die detaillierte 
Zusammensetzung der Reaktionsansätze ist der Tabelle 1 zu entnehmen. 
Tabelle 1: Zusammenfassende Übersicht zur Zusammensetzung der Reaktionsansätze, die im 





























2,4-Dichlorphenol 0,5 1,0 0,5 5,0 3 
1,2,4-Trichlorbenzol 1,0 1,0 1,0 10,0 2 
2,4,6-Trichlorphenol 1,0 1,0 1,0 5,0 2 
4-Chlor-3-methylphenol 0,5 1,0 0,5 5,0 3 















1,0 1,0 0,5 5,0 3 
Benzidin 1,0 1,0 1,0 5,0 11 
Butylbenzylphthalat 
Di-n-butylphthalat 
0,5 1,0 1,0 25,0 5 




















Benz[a]pyren 0,5 1,0 1,0 30,0 10 
Benz[a]anthracen 0,5 0,5 1,0 20,0 7 
Indeno[1,2,3-cd]pyren 0,1 0,5 1,0 20,0 8 
Benz[b]fluoranthen, 
Benz[k]fluoranthen 
0,1 0,2 1,0 20,0 7 
Perylen 0,1 0,5 1,0 20,0 9 
9,10-Dihydrophenanthren 1,0 1,0 1,0 30,0 10 
 
3.7.2 Probenvorbereitung 
30 Minuten nach dem Start wurden die Reaktionsansätze beprobt und die Proben 
unmittelbar in das HPLC-System injiziert. Zuvor wurden die Reaktionen gegebenenfalls 
mit 1 mM Natriumazid gestoppt. Im Fall einiger schlecht löslicher Substanzen wurden 
die Proben mit ACN (z. B. Phthalate) oder Aceton (z. B. größere PAK wie Benz[a]pyren 
oder Benz[a]anthracen) vor dem Einspritzen versetzt. 
3.8 Bestimmung und Charakterisierung der Katalase-Aktivität 
unspezifischer Peroxygenasen (UPOs) 
3.8.1 Online-Sauerstoffmessung 
Um mögliche Katalase-Aktivitäten der UPOs näher zu untersuchen, wurde eine Methode 
zur Online-Bestimmung des Sauerstoffgehalts (O2-Freisetzung im Zuge der H2O2-
Zersetzung) im Reaktionsmedium etabliert. Hierfür wurde ein Sauerstoffmeter (Fibox 4 
trace, PreSens - Precision Sensing GmbH, Regensburg, Deutschland) verwendet. Als 
Standard- und Vergleichsenzym diente eine Katalase (EC 1.11.1.6) der Firma 
NOVOZYMES. Ein Beispiel für die O2-Messung in einem 20-mL-Gefäß ist in Abbildung 
15 exemplarisch dargestellt.  
Intrinsisches O2 wurde weitestgehend mit Helium aus den Reaktionsansätzen verdrängt, 
so dass Basis-O2-Konzentrationen zwischen 20 und 45 mM O2 erreicht wurden. Die O2-
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Konzentration wurde bereits vor der Zugabe von H2O2 kontinuierlich verfolgt (in der 
Regel etwa 30 s), um zu gewährleisten, dass kein externes O2 in die Reaktionsansätze 
gelangte. Nach der Zugabe von H2O2 stieg die O2-Konzentration in der Lösung 










Abbildung 15: Beispiel einer Sauerstoffmessung mittels Sauerstoffmeter unter Verwendung von 
1 mM H2O2 und 10 Units (Katalase). 
3.8.2 Photometrische Messung der H2O2-Abnahme 
Zur Bestimmung der Katalase-Aktivität der UPOs wurde, neben der Messung des 
entstandenen Sauerstoffs, auch der Verbrauch von H2O2 photometrisch (online) in einer 
1-cm-Quarz-Küvette bestimmt.  
 
Abbildung 16: Beispielhafte Messung der Peroxid-Zersetzung (H2O2) am Photometer anhand der 
Abnahme der Absorption bei 240 nm; es wurden 1 mM H2O2 und 1 Unit (Katalase) verwendet.
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Die Messung erfolgt bei einer Wellenlänge von 240 nm (εH2O2 = 40,0 M-1 cm-1) mit einem 
Carry-50-Spektrophotometer der Firma Varian (Darmstadt, Deutschland). Dabei wurde 
die Abnahme in den ersten 25 s nach Zugabe des Peroxids zur Berechnung der Katalase-
Aktivität verwendet (Abbildung 16). 
3.8.3 Bestimmung der pH-Abhängigkeiten und der UPO-Restaktivität 
Die Reaktionslösungen zur Bestimmung der pH-Abhängigkeiten (einschließlich des pH-
Optimums der Reaktion) und der UPO-Restaktivität waren wie folgt zusammengesetzt: 
AaeUPO (2,0 UVA = 0,6 µM), rCciUPO (0,3 UVA = 0,05 µM) oder MroUPO 
(3,3 UVA = 0,73µM) und 50 mM KPi, dessen pH-Werte zwischen pH 2,0 und 9,0 
variierten. Die Reaktionen wurden durch Zugabe von 2 mM oder 5 mM H2O2 im Fall von 
AaeUPO/MroUPO bzw. rCciUPO und sofortiges Rühren in der Quarzglasküvette 
gestartet. Die UPO-Restaktivität wurde bei den jeweiligen pH-Optima der UPOs (pH 7,0 
für AaeUPO/rCciUPO und pH 5,5 für die MroUPO) mittels der Standardmethode unter 
Verwendung von Veratrylalkohol ermittelt. 
3.8.4 Unterdrückung der Katalase-Aktivität der AaeUPO durch verschiedene 
Substrate und Michaelis-Menten-Konstanten für die Disproportionierung von H2O2  
In einem Gesamtvolumen von 20 mL wurde die AaeUPO (0,3 UVA ml-1 = 0,068 µM) in 
50 mM KPi (pH 7,0) ohne zusätzliches Substrat oder mit variierenden Konzentrationen 
an Veratrylalkohol (1–40 mM) oder Ethylbenzol (0,5–2 mM) gerührt und der gelöste 
Sauerstoff (wie oben beschrieben) ausgetrieben. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 
1 mM H2O2 gestartet. Die Konzentration des gelösten Sauerstoffs wurde kontinuierlich 
gemessen. Die Reaktionsansätze mit dem zusätzlichen Substrat wurden außerdem mit 
HPLC-Methode 11 (Tabelle 2) analysiert. 
3.8.5 O2-Bildung und Berechnung der TTN 
AaeUPO (0,3 UVA mL-1, 0,068 µM wenn konstant; 0,01-0,09 UVA mL-1, 
1 U mL-1 = 0,227 µM wenn variierend), rCciUPO (0,044 µM) und MroUPO (0,063 µM) 
wurden in 50 mM KPi (pH 7,0 für AaeUPO/rCciUPO und pH 5,5 für die MroUPO) in 
einem Gesamtvolumen von 20 mL bei Raumtemperatur gerührt und der gelöste 
Sauerstoff ausgetrieben. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 gestartet (0,5 mM, 
wenn konstant; 0,06-2,0 mM AaeUPO], oder 0,06-20 mM [rCci/MroUPO], wenn 
variierend). Die Konzentration des gelösten Sauerstoffs wurde kontinuierlich gemessen.
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3.9 Analyse des Mechanismus‘ der UPO-Inaktivierung 
3.9.1 Stopped-Flow-Untersuchungen 
Alle Experimente wurden an einem SF-61DX2 Stopped-Flow System von TgK Scientific 
(Bradford on Avon, UK) durchgeführt. Es wurden 7,6 µM AaeUPO mit 25 mM H2O2 bei 
20 °C gemischt. Die Datenauswertung erfolgte mit der Kinetic Studio Software (TgK 
Scientific, Bradford on Avon, UK). 
3.9.2 Zerstörung des Häms und Nachweis von Biliverdin 
Die UPOs (AaeUPO 5,8 µM, MroUPO 6,5 µM, rCciUPO 5,48 µM) wurden in 2,25 mL 
KPi (pH 7,0) aufgenommen und gerührt und H2O2 in mehreren Schritten zugegeben (max. 
zehn Dosierungen: 1. Schritt – 750 µL, 100 mM H2O2; 2. bis 10. Schritt: je 75 µL 1 M 
H2O2; 204 mM H2O2 3,675 mL Endvolumen, 0,75 mmol H2O2) bis keine Restaktivität 
(gegenüber Veratrylalkohol) mehr detektierbar war. Im Fall der AaeUPO war dieser 
Punkt bereits nach dem 3. Schritt erreicht (nach Zugabe von insgesamt 0,25 mmol H2O2). 
Die UV-Vis Spektren der Proben wurden sowohl vor als auch nach jedem Schritt mit 
einem Carry-50-Spektrophotometer (Kap. 3.8.2) aufgezeichnet. Alle Proben (behandelte 
und unbehandelte) wurden unter Verwendung von Vivaspins (10-kDa cut-off, Merck, 
Darmstadt) auf ein Volumen von etwa 50-100 µL eingeengt. Zur Gewinnung des Häms 
und der Häm-Abbauprodukte wurden 75 µL Aceton (angesäuert mit 2 % HCl) mit 15 µL 
Probenkonzentrat vermischt. Danach wurden die Proben geschüttelt und zentrifugiert, um 
Fällungsprodukte abzutrennen. Der Überstand wurde an der HPLC mittels Methode 
12 analysiert (Tabelle 2, Morrison & Horie, 1965). Authentisches Häm und Biliverdin 
dienten als Standards. 
3.9.3 Nachweis der Entstehung von Hydroxyl-Radikalen während der UPO-
Katalyse 
Es wurden drei unterschiedliche Reaktionsansätze in Anwesenheit von 4,5 mM 
Benzoesäuremethylester (Methylbenzoat = MB) als Indikator-Substrat analysiert. Zwei 
enzymatische Reaktionen in 50 mM KPi bei pH 7,0 unter 1.) „milden“ Bedingungen mit 
der üblichen Konzentration an AaeUPO (0,5 UmL-1) und H2O2 (1 mM) und 2.) unter 
„extremen“ Bedingungen, bei 20-fach erhöhter Enzym- und Peroxid-Konzentration. 3.) 
Dieser Ansatz basierte auf der FENTON-Reaktion und setzte sich aus 4 mM FeSO4 und 
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2 mM H2O2 in 25 mM Natriumacetat-Puffer bei pH 5,5 zusammen (Walling, 1975). Die 
Analyse erfolgte mittels HPLC unter Verwendung von Methode 13 (Tabelle 2). Drei 
verschieden Ringhydroxylierungsprodukte von MB (2-/3-/4-Hydroxybenzoylethylester) 
dienten als authentische Standards. Die Hydroxylierung in meta-Position war indikativ 
für eine duch Hydroxyl-Radikale vermittelte Oxidation. 
3.10 Hochleistungsflüssigkeits-Chromatographie (High Performance Liquid 
Chromatography, HPLC) 
Die HPLC-Analysen wurden mittels eines Agilent-Systems der Serie 1200 (Waldbronn, 
Deutschland), das mit einem Diode-Array-UV-Vis-Detektor (DAD) ausgestattet war, 
durchgeführt. Die jeweiligen Parameter der einzelnen Methoden, inklusive Eluenten, 
Temperatur und Säulen, sind der Tabelle 2 zu entnehmen. 
3.11 Flüssigkeitschromatographie-Massenspektrometrie (Liquid Chroma-
tography-Mass Spectrometry, LC/MS) 
Nach der Trennung der Analyten auf den HPLC-Säulen wurde ein Ion-Trap-
Massenspektrometer (6310 IonTrap, Agilent Technologies Deutschland GmbH) 
verwendet, um das Masse-Ladungsverhältnis der detektierten Verbindungen zu 
bestimmen. Die Ionisierung wurde durch Elektrospray-Ionisation (ESI) im negativen oder 
positiven Modus erreicht. Die Massenspektren der Analyten wurden im Bereich von 
50 bis 500 m/z aufgezeichnet. 
 
Tabelle 2: In der vorliegenden Arbeit verwendete HPLC-Methoden. Alle verwendeten Säulen 
wurden von Phenomenex (Aschaffenburg, Deutschland) bezogen.  




Gradient (% B) 
1 Luna C18(2) 
5µm, 100Å, 
150 × 2 mm  




45 °C 10 µL 0,5 mL min-1 
0-1 min 7 %,  
2 min 15 %, 
4 min 30 %,  
12 min 35 %,  
13 min 100 % 
2 Luna C18(2) 
5µm, 100Å, 
150 × 2 mm 




45 °C 10 µL 0,5 mL min-1 
0-1 min 5 %; 
7 min 50 %,  
15 min 60 %, 
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15,5  min 100 % 
3  Kinetex PFP, 
2,6 µm, 100 
Å, 150 × 2,1 
mm  




40 °C 5-10 µL 
 
0,6 mL min-1 
0-0,5 min 5%,  
11 min 95 % 
4 Luna C18(2) 
5µm, 100Å, 
150 × 2 mm 
 




40 °C 10 µL 0,5 mL min-1 
0-0,5 min 50 %, 
6 min 95 % 
5 Kinetex C18, 
5µm, 100 Å, 
250 × 4,6 
mm  




45 °C 10 µL 0,5 mL min-1 
0-0,5 min 30 %, 
7 min 60 %, 
7,5 min 95 % 
6 Kinetex PFP, 
2,6 µm, 100 
Å, 150 × 2,1 
mm  




45 °C 5 µL 0,5 mL min-1 
0-0,5 min 25 %, 
1 min 70 %,  
6 min 78 %,  
7 min 95 % 
7 Kinetex PFP, 
2,6 µm, 100 
Å, 150 × 2,1 
mm  




45 °C 5 µL 0,5 mL min-1 
0-0,5 min 25 %, 
1 min 70,5 %, 
3 min 71,5 %, 
4 min 95 % 
8 Kinetex PFP, 
2,6 µm, 100 
Å, 150 × 2,1 
mm  




45 °C 10 µL 0,5 mL min-1 
0-1 min 50 %, 
2,5 min 95 % 
9 Synergi 
polar, 2.5µm, 
100 Å, 120 × 




30 °C 20 µL 0,4 mL min-1 
0-0,5 min 25 %, 
1 min 70 %,  
6 min 78%, 
7 min 95 % 
10 Kinetex C18, 
5µm, 100 Å, 
250 × 4,6 
mm  




45 °C 10 µL 0,4 mL min-1 
0-5 min 8 %,  
9 min 95 % 
11 Luna C18(2) 
5µm, 100 Å, 
150 × 2 mm 
(A) A. dest., 
(B) ACN 
45 °C 5-10 µL 0,6 mL min-1 
0-0,3 min 25 %, 
2 min 50 %, 
3,5 min 70 %, 
4-5 min 95% 
12 Gemini NX 
C18 3 µm, 
110 Å, 150 × 
4.6 mm  




45 °C 10 µL 0,75 mL min-1 
0-0,2 min 50 %, 
8 min 100 % 
13 Luna C18(2) 
5µm, 100 Å, 
150 × 2 mm 
 




45 °C 5-60 µL 0,6 mL min-1 
0-1 min 20 %, 
15 min 70% 
14 Resex ROA, 
organic acid 
H+ 8%  
0,05 N H2SO4 50 °C 5-20 µL isokratisch 
 




Alle in dieser Arbeit verwendeten Chemikalien wurden bei den Firmen Sigma-Aldrich 
(München, Deutschland) oder VWR International (Dresden, Deutschland) in der 





4.1 Enzymatische Präparation von Furandicarbonsäure (FDCA) 
4.1.1 Oxidation von Hydroxymethylfurfural (HMF) und seiner Derivate durch 
pilzliche Oxidasen und Peroxygenasen 
Alle vier getesteten Oxidasen waren in der Lage, HMF umzusetzen, was eindeutig anhand 
der kontinuierlichen Abnahme der Verbindung und der damit einhergehenden Zunahme 
von 2,5-Furandicarbaldehyd (DFF) in den Reaktionsansätzen zu erkennen war 
(Abbildung 17). Die einzelnen Enzyme wiesen allerdings beträchtliche Unterschiede in 
ihren pH-Profilen und im Spektrum der entstandenen Produkte auf. Beide Pleurotus-
AAOs oxidierten entstandenes DFF weiter zu Formylfurancarbonsäure (FFCA). Dies war 
besonders ausgeprägt im Fall der PeryAAO bei pH ≥7,0 zu beobachten, wobei noch bei 
pH 8,5 über 50 % des eingesetzten HMF zu FFCA oxidiert wurden. Außerdem entstand 
unter den genannten Bedingungen Hydroxymethylfurancarbonsäure (HMFCA), die 
selbst nicht als Substrat für die PeryAAO oder andere AAOs fungierte. Dies legt nahe, 
dass das Enzym im sauren bis neutralen Milieu (pH < 7,0) HMF via DFF zu FFCA 
oxidiert, während es bei einem pH-Wert über 7,0 zusätzlich HMFCA als unerwünschtes 
Nebenprodukt bildet. Im Unterschied hierzu katalysierte die zweite Pleurotus-AAO 
(PostAAO) ausschließlich die Oxidation von HMF zu DFF und das in einem weiten pH-
Bereich (pH 3,0-8,5); HMFCA entstand dabei nicht. Die BaduAAO oxidierte HMF 
vergleichsweise schlecht, was anhand der geringen Ausbeute (< 0,1 mM; Abbildung 17) 
an FFCA in den Reaktionsansätzen deutlich wurde. Nichtsdestotrotz war die BaduAAO, 
ähnlich wie die PostAAO, in einem weiten pH-Bereich aktiv (3,0-8,5) und oxidierte HMF 
zu DFF. Die GAO war am aktivsten bei einem pH von 6,5, bildete aber kein FFCA. 
Andererseits war es das einzige der getesteten Enzyme, das in der Lage war, HMFCA als 
Substrat zu akzeptieren und zu FFCA zu oxidieren. Dabei wurden bei einem pH-Wert 
über 6,0 nur noch etwa 50 % der eingesetzten Substratmenge wiedergefunden (Abbildung 
17D, Summe der Metaboliten), was auf die Bildung weiterer, unbekannter Produkte 
hindeutet.  
In einem gesonderten Experiment wurde die Oxidation von DFF durch die Pleurotus-
AAOs und GAO getestet. Beide AAOs bildeten lediglich geringe Mengen FFCA und 




umzusetzen, aber ließ einen unbekannten Metaboliten bei einem pH-Wert über pH 6,0 
entstehen. 
 
Abbildung 17: Enzymatische Oxidation von HMF durch ausgewählte Oxidasen in Abhängigkeit 
vom pH. PeryAAO (A), PostAAO (B), BaduAAO (C) und GAO (D); HMF (blau), DFF (violett), 
HMFCA (grün), FFCA (rot) und die Summe von HMF und seinen Oxidationsprodukten 
(schwarz). 
Die AaeUPO oxidierte HMF zu DFF und HMFCA in einem konstanten 
pH-unabhängigem Verhältnis von 1:1 (Abbildung 18); die größten Ausbeuten an beiden 
Metaboliten wurden bei pH 6,0 und 6,5 erzielt. Das Optimum für die Oxidation von DFF 
durch die AaeUPO lag zwischen pH 6,5 und 7,0 und somit im Bereich der HMF-
Oxidation. Unter Zugrundelegung dieser Ergebnisse erscheint ein neutraler pH-Wert für 
die Oxidation von HMF zu DFF (und weiter zu FFCA) besonders geeignet zu sein, um 





Abbildung 18: pH-Abhängigkeit der Oxidation von HMF durch AaeUPO. HMF (blau), DFF 
(violett), HMFCA (grün), FFCA (rot) and die Summe aller Produkte (schwarz). FDCA wurde nur 
in Spuren nachgewiesen (<0.01 mM). 
Die apparenten5 katalytischen Konstanten für die enzymatische Oxidation von HMF und 
DFF durch die getesteten Oxidasen werden in Tabelle 3 zusammengefasst und mit den 
entsprechenden Werten der AaeUPO gegenübergestellt. Die zugehörigen graphischen 
MICHAELIS-MENTEN-Kalkulationen (Plots) sind den  
Abbildung 19und 20 zu entnehmen. Die Oxidation von DFF zu FFCA durch die AAOs 
verlief zu langsam, um verlässliche katalytische Konstanten zu bestimmen. Es ließen sich 
aber spezifische Aktivitäten abschätzen; diese betrugen 0,3 U mg-1 und 0,18 U mg-1 für 
die PostAAO bzw. PeryAAO. Basierend auf diesen Daten kann davon ausgegangen 
werden, dass die Reaktion (DFF  FFCA) etwa 500-mal langsamer abläuft als die 
Oxidation von Veratrylalkohol zu Vertratrylaldehyd, der Standard-Reaktion der AAO-
Aktivitätsbestimmung. 
Interessanterweise war die ‘katalytischen Effizienz’ (kcat/Km) für die Oxidation von HMF 
und DFF durch die AaeUPO nahezu identisch (36,6 × 103 und 35,6 × 103 M-1 s-1), obwohl 
                                                 
5 Die experimentelle Ermittlung der kinetischen Kennzahlen beruhte teilweise auf Annahmen oder 
Näherungen. Die mathematischen Berechnungsmethoden als Näherung fußen auf dem MICHAELIS-
MENTEN-Modell, das u. a. annimmt, dass sich die Reaktionsgeschwindigkeit strikt linear zur 
Substratkonzentration verhält und dass das Enzympräparat kein inaktives Protein als Verunreinigung 
enthält. Außerdem wurden die Konzentrationen beider Substrate (eigentliches Substrat und Cosubstrat) 
nicht in der gleichen Weise variiert, sondern lediglich die des Substrates, während die des Cosubstrates (O2, 
H2O2) i. d. R. konstant gehalten wurde. Aus diesen Gründen wurden die gewonnen Daten als apparent 




die entsprechenden Wechselzahlen (kcat, 13.300 und 1.750 min-1) und MICHAELIS-
MENTEN-Konstanten (Km, 607 und 82 µM) um ca. eine Größenordnung variierten. 
 
Tabelle 3: Apparente kinetische Konstanten (MICHAELIS-MENTEN-Konstante, Wechselzahl, 
katalytische Effizienz) dreier pilzlicher Oxidasen (AAO, GAO) und einer unspezifischer 









Abbildung 19: DFF-Bildung durch 4 µM GAO (A), 2 µM PeryAAO (B) und 2 µM PostAAO 
(C) in Abhängigkeit von der HMF-Konzentration; c HMF (mM) – Konzentration von HMF. 
 
Enzyme Substrate Km (mM) kcat (min-1) kcat / Km (M-1 s-1) 
AaeUPO 
HMF 6,07 13.333 36.610 
DFF 0,82 1 752 35.622 
PeryAAO HMF 36,3 219 100 
PostAAO HMF 7,2 177 411 





Abbildung 20: DFF- und FFCA-Bildung (A bzw. B) durch die AaeUPO (0,111 µM ) in 
Abhängigkeit von der Substratkonzentration (c HMF links, c DFF rechts). 
4.1.2 Oxidation von Formylfurancarbonsäure (FFCA) 
Abbildung 21 beschreibt die pH-Abhängigkeit der Oxidation von FFCA zu FDCA, wie 
sie durch die AaeUPO katalysiert wurde, einschließlich der verbleibenden enzymatischen 
Aktivität („Restaktivität“). Auffällig war, dass die höchste Produktmenge (FDCA) 
unterhalb eines pH-Wertes von 6,0 gebildet wurde, was aber gleichzeitig mit einem 
verstärkten Verlust an enzymatischer Aktivität einherging. Zwischen pH 2,0 und 4,0 
wurde die AaeUPO komplett inaktiviert. Somit ist anzunehmen, dass die UPO das 
Substrat auf „Kosten“ seiner Funktionalität umsetzte. Die resultierende TTN (total 
turnover number) lag bei nur 170, was für eine enzymatische Reaktion sehr schlecht ist. 
Im Unterschied hierzu belief sich die UPO-Restaktivität (zwischen pH 6,5 und 8,5) auf 
nahezu 100 %, obgleich die Produktausbeute (FDCA), im Vergleich zur Reaktion im 
Sauren, nur etwa fünfmal niedriger ausfiel. Letztlich erwies sich ein pH um 6,0 als der 
geeignetste bezüglich des Verhältnisses zwischen Restaktivität und Produktausbeute. 
Eine wiederholte Untersuchung der UPO-haltigen Reaktionsansätze (und entsprechender 
Kontrollen) nach 24 sowie 48 Stunden ergab in einigen Fällen weiter steigende FDCA-
Konzentrationen, obwohl das Cosubstrat (H2O2) bereits vollständig verbraucht war. 
Dieser befremdliche Befund bedurfte einer weitergehenden Analyse. Die entsprechenden 
Ergebnisse, die auf der Testung verschiedener Häm-Proteine, Enzyme und Effektor-
Kombinationen beruhen, sind in Tabelle 4 zusammengefasst. Auch wenn die AaeUPO 
gemeinsam mit FFCA, aber ohne exogenes H2O2 oder ein Peroxid-generierendes System 






Abbildung 21: AaeUPO-katalysierte Bildung von FDCA (blau) ausgehend von FFCA als 
Substrat sowie die verbleibende Restaktivität des Enzyms (rot) in Abhängigkeit vom pH-Wert. 
Durch zusätzliche Zugabe von H2O2 erhöhte sich diese FDCA-Menge lediglich um 0,1 
mM. In Kontrollen, die nur H2O2 enthielten, wurden keine signifikanten Mengen an 
FDCA nachgewiesen. Wenn die AaeUPO mit H2O2-zersetzender Katalase (KAT) 
kombiniert wurde, entstand unerwarteterweise mehr FDCA (1,9 mM). Eine Zugabe von 
Superoxid-Dismutase (SOD) beeinflusste die Reaktion hingegen nicht. Nach alleiniger 
Zugabe von hämhaltigen Enzymen wie KAT oder HRP entstand ebenfalls eine nicht 
unerhebliche Menge FDCA (1,4 bzw. 0,5 mM). Diese fiel sogar höher aus als in den 
Reaktionsansätzen mit AaeUPO. Dabei muss allerdings berücksichtigt werden, dass sich 
die eingesetzten Mengen der einzelnen Hämenzyme (AaeUPO, KAT, HRP) um 
Größenordnungen unterschieden. Weiterhin wurde durch die Zugabe von Glukose-
Oxidase und Glukose, einem Peroxid generierenden System, die Oxidation von FFCA 
durch die AaeUPO und KAT gehemmt (Tabelle 4). Kontrollansätze mit durch Hitze oder 
Natriumazid inaktivierten Häm-Proteinen (AaeUPO, KAT, Hämoglobin) oder isoliertem 
Hämin ergaben keine Bildung von FDCA. Gerade weil die getesteten AAOs kein FDCA 
bildeten, wenn HMF als Ausgangssubstrat eingesetzt wurde, ist besonders 
hervorzuheben, dass alle drei AAOs über 24 Stunden hinweg substantielle Mengen an 




Tabelle 4: FDCA-Bildung aus FFCA in Gegenwart verschiedener Hämenzyme/-proteine, 
Enzym-Kombinationen und Effektoren. Die Reaktionen verliefen in Phosphatpuffer (50 mM, pH 
7,25) über 48 Stunden. Die angegebenen Konzentrationen stellen Mittelwerte aus drei 
Einzelmessungen inklusive Standardabweichungen dar. 
Reaktionsansatz  FDCA (mM) 
AaeUPO 0,31 ± 0,01 
AaeUPO/H2O2 0,40 ± 0,05 
H2O2 0,05 ± 0,01 
Hämoglobin/H2O2 0,06 ± 0,00 
Hämin/H2O2 0,06 ± 0,00 
AaeUPO/KAT 1,88 ± 0,11 
AaeUPO/SOD 0,33 ± 0,02 
AaeUPO/KAT/SOD 1,98 ± 0,09 
AaeUPO/KAT/SOD/H2O2 2,08 ± 0,07 
KAT 1,39 ±0,09 
KAT/SOD 1,37 ± 0,08 
AaeUPO/KAT/GOX 0,61 ± 0,03 
KAT/GOX 0,08 ± 0,01 
HRP 0,52 ± 0,01 
UPO/Natriumazid 0,00 ± 0,00 
UPO (erhitzt) 0,00 ± 0,00 
KAT/Natriumazid 0,00 ± 0,00 
 
Wurde jedoch H2O2 in variierender Konzentration den Reaktionsansätzen zugesetzt, sank 
die FDCA-Bildung mit zunehmender Peroxid-Konzentration (Abbildung 22). BaduAAO 
und PostAAO bildeten 0,3 bzw. 0,2 mM FDCA in Abwesenheit von H2O2; sobald 
jedoch > 0,1 mM H2O2 zugegeben wurden, konnte kein FDCA in den 




Tabelle 5: FDCA-Bildung durch drei verschiedene AAOs in Abhängigkeit vom pH-Wert. 
FDCA (mM) 
Enzym pH 6.0 pH 7.0 pH 7.5 
PeryAAO 0,008 ± 0,00 1,706 ± 0,21 0,903 ± 0,09 
PostAAO 0,004 ± 0,00 0,012 ± 0,00 0,004 ± 0,00 
BaduAAO 0,067 ± 0,01 0,605 ± 0,11 1,583 ± 0,.23 
Dies macht deutlich, dass die finale Oxidation von FFCA zu FDCA stets durch zuvor im 
Zuge der Oxidation von HMF gebildetes H2O2 inhibiert worden war. PeryAAO bildete 
im Unterschied nahezu doppelt so viel FDCA (0,5 mM) in den gleichen 
Reaktionsansätzen, außerdem wurde die Produktion nicht durch geringere H2O2-Mengen 
(0,1-7,5 mM) beeinflusst. Sogar wenn 10 mM (oder mehr) H2O2 zugegeben wurden, 
dauerte die Bildung von FDCA an, wenn auch nur in geringer Menge (Abbildung 22). 
 
Abbildung 22: Durch BaduAAO (rot), PostAAO (blau) und PeryAAO (grün) gebildetes FDCA 
(links) und relative FDCA-Bildung (rechts) in Abhängigkeit der H2O2-Konzentration. 
4.1.3 Kombinierte Oxidation von HMF durch UPO und Oxidasen - Kaskaden-
Reaktion 
beschreibt den zeitlichen Verlauf der HMF-Umsetzung durch eine Kombination 
(„Enzym-Cocktail“) aus PeryAAO, GAO und AaeUPO. Die Zusammensetzung des 
Reaktionsansatzes basierte auf den zuvor vorgestellten Ergebnissen. Eine UPO wurde aus 
zwei Gründen in die Reaktion integriert: Das durch die Oxidationen gebildete H2O2 
musste verbraucht werden, um 1.) eine Inhibierung der AAO zu vermeiden und um 2.) 




in erster Linie das Dead-end-Produkt (für die anderen Enzyme) HMFCA, das während 
der Oxidation von HMF durch die AaeUPO entstand, unter Bildung von H2O2 zu FFCA 
oxidieren und somit zur Auffüllung des H2O2-Pools beitragen. Schließlich oxidierte die 
PeryAAO HMF und DFF mit hoher Effizienz und einhergehender H2O2-Bildung, was 
wiederum die AaeUPO mit ihrem Cosubstrat versorgte. 
Unter diesen Bedingungen waren bereits nach 45 Minuten 95 % des eingesetzten HMF 
umgesetzt und nach 75 Minuten war es vollständig verbraucht. DFF und HMFCA 
entstanden gleichzeitig im Reaktionsansatz und erreichten ihre jeweilige maximale 
Konzentration von 2,4 bzw. 2,7 mM nach 45 min. Das gesamte zwischenzeitlich gebildete 
DFF verschwand innerhalb der nächsten 40 Minuten vollständig, wohingegen HMFCA 
nur langsam umgesetzt wurde (Abnahme um etwa 50 % innerhalb der folgenden 75 min). 
In beiden Fällen war das Oxidationsprodukt FFCA. Dieses erreichte seine maximale 
Konzentration von 6,3 mM nach 75 Minuten, was einer Ausbeute von ca. 70 % des 
eingesetzten HMF entsprach. Die finale Oxidation von FFCA zu FDCA erwies sich 
eindeutig als der eigentliche Engpass (bottleneck) der gesamten Reaktionskaskade und 
dauerte bis zum Ende Reaktion an. Nichtsdestotrotz nahm die FDCA-Konzentration in 
der Reaktionslösung konstant zu und erreichte eine Endkonzentration von 7,9 mM, was 
einer Ausbeute von etwa 80 % in Bezug auf das eingesetzte HMF entsprach (15,5 mg 
FDCA).  
 
Abbildung 23: FDCA-Bildung in einer Kaskaden-Reaktion unter Verwendung dreier pilzlicher 




Darüber hinaus ergab die Summe aller detektierten Produkte 9,5 mM nach einer 
Reaktionszeit von 24 Stunden, was eine Massenbilanz von 95 % bedeutet. 
Interessenterweise nahm die Aktivität der AaeUPO insbesondere in den ersten 
2,5 3 Stunden ab (um ca. 90 %), dem Zeitraum, in dem das meiste H2O2 durch die 
Umsetzung von HMF (und dessen Derivaten) durch die Oxidasen gebildet wurde. Die 
verbliebenen 10 % aktive AaeUPO waren verantwortlich für die Bildung von etwa 50 % 
des insgesamt entstandenen FDCA.  
4.2 Oxidation aromatischer Xenobiotika durch zwei Modell-UPOs 
Die Mehrheit der getesteten umweltrelevanten Substrate (einschließlich der EPA priority 
pollutants) wurden durch die UPOs peroxygeniert (Sauerstoffeinbau aus H2O2) oder 
peroxidiert (Ein-Elektronen-Oxidation vorzugsweise phenolischer Funktionen mit H2O2 
als Elektronen-Akzeptor). Die halogenierten Aromaten Pentachlorphenol und 
Hexachlorbenzol, Nitroaromaten wie Nitrobenzol, 2,4-Dinitrophenol und 2,6-
Dinitrotoluol, die Phthalate Bis(2-ethylhexyl)phthalat, Diethylphthalat und 
Dimethylphthalat sowie die PAHs Dibenz[a,h]anthracen und Benzo[g,h,i]perylen wurden 
unter den gewählten Versuchsbedingungen nicht umgesetzt. Alle übrigen 34 Substrate 
wurden einfach-, doppelt oder mehrfach hydroxyliert oder unter Bildung von 
Ketofunktionen, Polymerisationsprodukten oder Dechlorierung oxidiert.  
Die Ergebnisse der Versuche zur Oxidation diverser organischer EPA-Schadstoffe durch 
zwei basidiomycetale UPOs sind in Tabelle 6 zusammengefasst. Die Tabelle und ihre 
Legende enthalten dabei Informationen zur entsprechenden Substrat-Funktionalisierung 
(Einbau von Sauerstoff in Form einer Hydroxy- oder Keto-Gruppe, Abspaltung von 
funktionellen Gruppen etc.), zur relativen Umsetzung der getesteten Substanz 
(semiquantitativ in fünf Stufen) sowie zur den gebildeten Produkten (soweit identifiziert). 
Für alle Substrate, die phenolische Gruppen aufwiesen oder für solche Substrate, deren 
Umsetzung zu phenolischen Produkten führte, wurden Polymerisationsprodukte 
nachgewiesen (mit Ausnahme von 2,4-Dinitrophenol). 
Auf den nachfolgenden Seiten (S. 46-52) sind neun repräsentative HPLC-Elutionspofile 
mit den zugehörigen UV-Vis- und Massenspektren dargestellt. Wenn Produkte anhand 
authentischer Standards (u. a. Retentionszeiten) identifiziert wurden, sind die 
entsprechenden Spektren nicht mit dargestellt. Weitere Chromatogramme sind dem 






Abbildung 24: Elutionsprofil zur Umsetzung von Acenaphthen durch AaeUPO und MroUPO. 
Die Strukturformeln der jeweiligen Verbindungen sowie ihre UV-Vis- und Massenspektren 
erscheinen oberhalb der entsprechenden Peaks. Das Sternchen (*) markiert Substanzen, die nicht 






Abbildung 25: Elutionsprofil zur Umsetzung von Acenaphtylen durch AaeUPO und MroUPO. 
Die Strukturformeln der jeweiligen Verbindungen sowie ihre UV-Vis- und Massenspektren 
erscheinen oberhalb der entsprechenden Peaks. Das Sternchen (*) markiert Substanzen, die nicht 







Abbildung 26: Elutionsprofil zur Umsetzung von Benzo[a]pyren durch AaeUPO und MroUPO. 
Die Strukturformeln der jeweiligen Verbindungen sowie ihre UV-Vis- und Massenspektren 
erscheinen oberhalb der entsprechenden Peaks. Das Sternchen (*) markiert Substanzen, die nicht 





Abbildung 27: Elutionsprofil zur Umsetzung von Perylen durch AaeUPO und MroUPO. Die 
Strukturformeln der jeweiligen Verbindungen sowie ihre UV-Vis- und Massenspektren 
erscheinen oberhalb der entsprechenden Peaks. Das Sternchen (*) markiert Substanzen, die nicht 








Abbildung 28: Elutionsprofil zur Umsetzung von Benzidin durch AaeUPO und MroUPO. Die 
Strukturformeln der jeweiligen Verbindungen sowie ihre UV-Vis- und Massenspektren 






Abbildung 29: Elutionsprofil zur Umsetzung von Chlorbenzol durch AaeUPO mit oder ohne 
Zugabe von Ascorbinsäure (Vit. C). Die Identifikation der Produkte erfolgte anhand von 
authentischen Standards über ihre Retentionszeiten und Spektren. 
 
 
Abbildung 30: Elutionsprofil zur Umsetzung von 2-Chlorphenol durch AaeUPO mit oder ohne 







Abbildung 31: Elutionsprofil zur Umsetzung von 3-Chlorphenol durch AaeUPO mit oder ohne 





Abbildung 32: Elutionsprofil zur Umsetzung von 4-Chlorphenol durch AaeUPO mit oder ohne 





Tabelle 6: Hinsichtlich ihrer Umsetzbarkeit durch UPOs getestete organische Umweltschadstoffe (EPA priority pollutants) und weitere schwerabbaubare 
Verbindungen (inklusive Literaturangaben zu anderen Oxidoreduktasen, die ähnliche Reaktionen katalysieren). Die Abschätzung des relativen Umsatzes 
erfolgte nach folgendem Schema: kein Umsatz („0“), Spuren (traces) von Produkten nachgewiesen („t“); wenig Umsatz, aber gut nachweisbare Produkte, 
Substratabnahme < 20 % („+“); moderater Umsatz, Substratabnahme < 50 % („++“); guter Umsatz, Subatratabnahme > 50 % („+++“). ** Nicht auf der 
Liste der EPA priority pollutants aufgeführt; „nt“ nicht getestet; # basierend auf Ganzzell-Studien. P450 - Cytochrom-P450-Monooxygenase; DIOX - 
Dioxygenase vom Rieske-Typ; LAC - Laccase; TYR - Tyrosinase; LiP – Lignin-Peroxidase; MnP – Mangan-Peroxidase; VP - Versatile Peroxidase; 
HRP – Meerrettich-Peroxidase; CPO - Chlorperoxidase; DyP - Dye-decolorizing peroxidase; LPO - Lactoperoxidase; BMM - bakterielle 










AaeUPO     MroUPO 
Verweise auf andere Oxidoreduktasen 
Oxidoreduktasen  Literatur (Autoren) 
Chlorbenzol -OH (1×, 2×) + nt P450; DIOX de Bont et al., 1986, Nedelcheva et al., 1998 
2-chlorphenol -OH (1×, 2×) +++ nt LAC; HRP; CPO; LiP; MnP; TYR; VP 
Wada et al., 1995, Duran und 
Esposito, 2000, Zhang et al., 2008, 
Hibi et al., 2012 
1,2-Dichlorbenzol -OH ++ nt P450; DIOX Nedelcheva et al., 1998, Jones et al., 2001, Monferran et al., 2007 
1,3-Dichlorbenzol -OH; -Cl ++ nt P450; DIOX de Bont et al., 1986, Jones et al., 2001 
1,4-Dichlorbenzol -OH + nt P450; DIOX 
de Bont et al., 1986, Spiess et al., 
1995, Nedelcheva et al., 1998, Jones 
et al., 2001, Monferran et al., 2007 
2,4-Dichlorphenol -OH + +++ LAC; HRP; LiP; DYP; VP; MnP; P450; FMO 
Beadle und Smith, 1982, Valli und 
Gold, 1991, Schomburg und 
Stephan, 1994, Yee und Wood, 
1997, Xu und Bhandari, 2003, 
Zhang et al., 2008 Fodil et al., 2011, 
Hibi et al., 2012 




2,4,6-Trichlorphenol -OH; -Cl +++ nt LAC; VP; LiP; MnP; DYP; FMO 
Wieser et al., 1997, Reddy et al., 
1998, Leontievsky et al., 2001, Fodil 
et al., 2011, Hibi et al., 2012  
Pentachlorphenol - 0 0 P450; LAC; LiP; MnP; TYR; DYP; VP; FMO 
Reddy und Gold, 2000, Thakur et 
al., 2002, Montiel et al., 2004, 
Davila-Vazquez et al., 2005, 
Crawford et al., 2007, Jeon et al., 
2008, Fodil et al., 2011 
Hexachlorbenzol - 0 0 P450 Jones et al., 2001 
Para-chlor-meta-Kresol -OH; -Cl +++ nt LAC; TYR Bollag et al., 1988, Freire et al., 2003 
2-Chlornaphthol -OH (1×, 2×) +++ nt P450 Mori et al., 2003 
3,3-Dichlorobenzidin -OH ++ nt P450; FMO Iba und Thomas, 1988, Imaoka et al., 1997 
4-Chlorphenyl-phenylether -OH (1×, 2×) ++ nt P450  Hundt et al., 1999, Hiratsuka et al., 2001  
4-Bromphenyl-phenylether -OH (1×, 2×) ++ nt P450  Hundt et al., 1999 
3-Chlorphenol** -OH (1×, 2×)  +++ nt LAC; HRP; CPO; LiP; MnP; TYR; VP 
Wada et al., 1995, Duran und 
Esposito, 2000, Hibi et al., 2012  
4-Chlorphenol** -OH (1×, 2×); -Cl +++ nt LAC; HRP; CPO; LiP; MnP; TYR; DYP; VP 
Wada et al., 1995, Duran und 
Esposito, 2000, Freire et al., 2003, 
Zhang et al., 2008, Fodil et al., 2011, 
Hibi et al., 2012, Liers et al., 2014 
Nitrobenzol - 0 nt BMM; DIOX Spain, 1995, Lessner et al., 2002, Fishman et al., 2004, Ye et al., 2004 
2-Nitrophenol -OH  + nt BMM; FMO; DYP 
Ye et al., 2004, Vardar und Wood, 
2005, Xiao et al., 2007, Büttner et 
al., 2015 
4-Nitrophenol -OH  ++ nt BMM; FMO; P450; DYP 
Spain, 1995, Amato et al., 1998, 
Kadiyala und Spain, 1998, Fishman 
et al., 2004, Ye et al., 2004, Büttner 
et al., 2015 
2,4-Dinitrophenol - 0 nt FMO Cassidy et al., 1999 




2,6-Dinitrotoluol - t nt DIOX Nishino et al., 2000, Ye et al., 2004 
2-Methyl-4,6-dinitrophenol -OH  t nt FMO Cassidy et al., 1999 
Benzidin -OH  t + P450; CPO; HRP; LPO; LAC 
Lakshmi et al., 1996, Phillips und 
Leonard, 1976, Yamazoe et al., 1988 
1,2-Diphenylhydrazin -OH  ++ nt   
Bis(2-ethylhexyl)phthalat - 0 0 P450 Wittassek und Angerer, 2008 
Butyl-benzylphthalat -OH; =O + t   
Di-n-butylphthalat -OH; =O + + DIOX Eaton und Ribbons, 1982 
Di-n-octylphthalat -OH; =O t t   
Diethylphthalat - 0 0   
Dimethylphthalat - 0 0   
Acenaphthylen -OH (1×, 2×); =O +++ +++ LAC; DIOX; P450 Majcherczyk et al., 1998, Pinyakong et al., 2004, Shimada et al., 2015 
Acenaphthen -OH (1×, 2×); =O ++ ++ LiP; LAC; DIOX; P450 
Majcherczyk et al., 1998, Pinyakong 
et al., 2004, Shimada et al., 2015, 
Vazquez-Duhalt et al., 1994 
Benzo[a]pyren -OH (1×, 2×) + ++ MnP; LAC; LIP; DIOX; P450 
Bogan und Lamar, 1995, Dodor et 
al., 2004, Haemmerli et al., 1986, 
Kim et al., 1998, Sack et al., 1997, 
Warshawsky et al., 1988 
Benzo[a]anthracen -OH (1×, 2×) ++ + MnP; LAC; LiP; P450 
Bogan und Lamar, 1995, 
Majcherczyk et al., 1998, Sack et al., 
1997, Wood et al., 1976 
Indeno[1,2,3-cd]pyren -OH (1×, 2×) t t LAC Wu et al., 2008 
Benzo[b]fluoranthen -OH 0 t LAC; LiP Bogan und Lamar, 1995, Majcherczyk et al., 1998 
Benzo[k]fluoranthen -OH (1×, 2×) t t LAC; LiP Bogan und Lamar, 1995, Majcherczyk et al., 1998 
Dibenz[a,h]anthracen  0 0 LAC Wu et al., 2008 
Benzo[g,h,i]perylen  0 0 LAC; LiP Bogan und Lamar, 1995, Wu et al., 2008 




9,10-Dihydrophenanthren** -OH (1×, 2×) t +   
2,4-Dimethylphenol -OH; =O +++ nt FMO; LAC; HRP Arenghi et al., 2001, Ghosh et al., 2008, Klibanov et al., 1980 
      
Benzol  +  UPO Karich et al., 2013 
Naphthol  ++  UPO Kluge et al., 2009 
Phenol  +++  UPO Karich et al., 2013 
Anisol  +++  UPO Kinne, 2010 
Toluol  +++  UPO Kinne et al., 2010 
Ethylbenzol  +++  UPO Kluge et al., 2012 
Anthracen    UPO Aranda et al., 2010 
Fluoren  +  UPO Aranda et al., 2010 
Phenanthren  +  UPO Aranda et al., 2010 




4.3 Charakterisierung der Katalase-Reaktion dreier ausgewählter UPOs 
4.3.1 pH-Optima der Katalase-Aktivität und einhergehende Inaktivierung 
In Abbildung 33 ist die relative Katalase-Aktivität der UPOs aus Agrocybe aegerita 
(AaeUPO), Marasmius rotula (MroUPO) und Coprinopsis cinerea (rCciUPO) im 
Vergleich zur verbleibenden Aktivität (relative Restaktivität) gegenüber Veratrylalkohol 
nach Einwirkung von Wasserstoffperoxid (H2O2) auf die Enzyme dargestellt. Das pH-
Optimum der Katalase-Reaktion variierte zwischen pH 5,5 und pH 7,0. Die rCciUPO und 
MroUPO wiesen ein breiteres pH-Profil auf (mit etwa 50 % der maximalen Aktivität bei 
pH 4,0 und 7,5/8,0) als die AaeUPO (50 % bei pH 5,5 und pH 7,5). Das pH-Optimum der 
AaeUPO und rCciUPO lag bei pH 7,0, während das der MroUPO mit pH 5,5, ähnlich 
dem gesamten pH-Profil, in den sauren pH-Bereich verschoben war. Interessanterweise 




Abbildung 33: Relative Katalase-Aktivität und relative Restaktivität (gegenüber 
Veratrylalkohol) der AaeUPO (A: 0,6 µM), MroUPO (B: 2,24 µM) und rCciUPO (C: 0,73 µM). 
Die UPOs wurden H2O2-Konzentrationen von 2 mM (A, B) bzw. 5 mM (C) bei variierenden pH-
Werten ausgesetzt. 
 
Nach der Exposition der Enzyme gegenüber 2 mM H2O2 betrugen die relativen 
Restaktivitäten der AaeUPO und MroUPO lediglich 60 % und weniger; im Unterschied 
dazu lag die Restaktivität der rCciUPO noch bei fast 90 %. Sogar gegenüber einer noch 
höheren H2O2-Konzentration (5 mM) erwies sich die rCciUPO als relativ stabil 
(Restaktivitäten bei pH 5,0 und 8,0: 50 % bzw. 40 %). Zusammenfassend lässt sich 
folgende Erkenntnis aus den Experimenten ableiten: Je „extremer“ der pH-Wert des 




Peroxids auf die UPO-Aktivität (im Vergleich zur Beeinträchtigung der UPO-Aktivität 
im pH-Optimum). 
4.3.2 Kinetische Konstanten der Katalase-Aktivität (Disproportionierung von 
H2O2) 
Es wurde die Gesamtmenge an aus H2O2 gebildetem O2 und die maximale 
Geschwindigkeit der O2-Bildung in Abhängigkeit von der zugegebenen H2O2-
Konzentration für alle untersuchten UPOs bestimmt. Wenn die Katalase-Reaktion der 
UPOs unter optimalen Bedingungen (pH 7,0 für AaeUPO/rCciUPO und pH 5,5 für 
MroUPO) stattfand, konnte eine nahezu stöchiometrische Bildung von molekularem 
Sauerstoff (O2) beobachtet werden, d.h., unter diesen Bedingungen glich die Reaktion der 
einer echten Katalase (EC 1.11.1.6).  
    
 
Abbildung 34: Absolute O2-Bildung und zugehörige Restaktivität der AaeUPO in Abhängigkeit 
von der initialen H2O2-Konzentration (A) und O2-Bildung in Abhängigkeit von der AaeUPO-




Die total turnover numbers (TTN) für die Bildung von O2 durch AaeUPO in Verbindung 
mit einem H2O2-Überschuss (0,5 mM) und bei variierender Enzymkonzentration 
(2,3-20 nM) lagen zwischen 6.280 und 12.500 (Abbildung 34), die entsprechenden TTN-
Werte für den H2O2-Verbrauch durch die MroUPO und rCciUPO bei 50.000 bzw. 
120.000. 
Nach Auftragung der O2-Bildungsgeschwindigkeit gegen die Konzentration des 
eingesetzten H2O2 wurden die MICHAELIS-MENTEN-Konstanten ermittelt (Abbildung 35). 
In Gegenwart von zusätzlichen („sekundären“) Substraten wie Veratrylalkohol oder 
Ethylbenzol wurde die Katalase-Aktivität der AaeUPO weiter untersucht. Unter diesen 
Bedingungen verringerte sich die absolute Menge an freigesetztem O2 und die 
Geschwindigkeit seiner Bildung (Abbildung 35). Es ist bemerkenswert, dass die O2-
Bildung (d.h. H2O2-Zersetzung) unter Verwendung von 1 mM H2O2 in Anwesenheit von 
Ethylbenzol (11 µM O2 min-1) etwa 3-mal geringer ausfiel als in Anwesenheit von 
Veratrylalkohol (36 µM O2 min-1) und ohne sekundäres Substrat sogar eine Zehnerpotenz 
höher lag (Abbildung 35). Auch die Geschwindigkeit der O2-Bildung war in Abwesenheit 
eines zusätzlichen Substrates um etwa eine Zehnerpotenz höher (kcat) als in Gegenwart 
von Veratrylalkohol, das als konkurrierendes Substrat fungierte (Tabelle 7). 
 
 
Abbildung 35: MICHAELIS-MENTEN-Plots für die O2-Bildung durch die Katalase-Aktivität der 
AaeUPO (0,068 µM, 0,3 UVA mL-1) ohne weiteres Substrat (rot) sowie mit Veratrylalkohol (blau) 





Tabelle 7: Apparente kinetische Parameter der Katalase-Aktivität von AaeUPO (0,068 µM), 
rCciUPO (0,044 µM) und MroUPO (0,063 µM) basierend auf der gemessenen O2-Bildung; die 













Abbildung 36: Einfluss der Konzentration von Veratrylalkohol auf die Restaktivität von AaeUPO 
(rot; 0,3 U/ml), MroUPO (grün; 0,7 U/ml) und rCciUPO (blau; 0,6 U/ml) nach Zugabe von 1 mM 
H2O2. 
 
Der gestiegene Km-Wert lässt vermuten, dass das zweite H2O2-Molekül, das für die 
Freisetzung des molekularen Sauerstoffs (O2) verantwortlich war, mit dem zusätzlichen 
Substrat (Veratrylalkohol = VA) um das reaktive Intermediat (UPO-Compound I) 
konkurriert hat. Als Konsequenz stieg bei höherer VA-Konzentration die Produktbildung 
(Veratrylaldehyd bzw. O2) an und erreichte im Fall der AaeUPO nahezu 100 % bei 
40 mM VA und konstanter Enzym-Konzentration. Außerdem sanken O2-Bildung und 
UPO-Inaktivierung gleichermaßen mit steigender VA-Konzentration (Abbildung 36 und  
Abbildung 37Abbildung 37), was auf einen schädigenden Effekt des Peroxids (H2O2) 
hindeutet.
Enzyme Km (mM) vmax (µM min-1) kcat (s-1) kcat/Km (M-1 s-1) 
AaeUPO + H2O2    0,79 ± 0,12   517 ± 30  127 1,60 × 105 
AaeUPO + 
H2O2 + VA  
  3,10 ± 0,04   148 ± 2,93    36 1,16 × 104 
rCciUPO + H2O2  11,40 ± 0,13 5042 ± 155 1910 1,67 × 105 






Abbildung 37: Einfluss der VA-Konzentration auf die O2-Bildung aus 1 mM H2O2 durch die 
Katalase-Aktivität verschiedener UPOs (A: 0,3 U mL-1 AaeUPO; B: 0,7 U m L-1 MroUPO; 
C: 0,6 U mL-1 rCciUPO). Veratrylaldehyd-Konzentration (Vald) - blau, Bildung von molekularem 
Sauerstoff (O2) – rot (2× O2 = konsumiertes H2O2), Summe aus Vald und konsumierten H2O2 – 
violett; die grauen Flächen markieren die Menge des im Katalase-Modus abgebauten H2O2. 
D: Vergleich der Produktkonzentration für AaeUPO und rCciUPO (Kreise bzw. Rauten) in 
Abhängigkeit der VA-Konzentration. 
 
4.4 Mechanismus der UPO-Inaktivierung 
4.4.1 Zerstörung des Häms durch H2O2 und Entstehung von Biliverdin 
Um eine mögliche Biliverdin-Bildung (Abbildung 38) nachzuweisen, wurden AaeUPO, 
MroUPO und rCciUPO bei pH 7,0 in Gegenwart von H2O2 inkubiert, bis keine 
enzymatische Aktivität mehr detektierbar war (Restaktivität = 0). Die UV-Vis-Spektren 
der jeweiligen UPO wurde unmittelbar vor und nach der Behandlung aufgezeichnet. In 




beobachtet (Abbildung 39). Im Anschluss wurden die Proben mit Aceton/HCl extrahiert 
und chromatographisch mittels HPLC-DAD/MS analysiert. Die Abbildung 40 und 41 
zeigen die entsprechenden HPLC-Elutionsprofile nativer sowie durch H2O2 gebleichter 
UPOs. Die Chromatogramme des nativen Enzyms weisen das intakte Häm mit einer 
Molmasse von 617 (m/z + H+) als Hauptpeak auf (im Fall der AaeUPO wurde ein 
putatives Chlor-Addukt detektiert). Durch die Behandlung mit H2O2 nahm die Intensität 
des Häm-Peaks ab (MroUPO, rCciUPO) und verschwand nahezu vollständig im Fall der 
AaeUPO. Die Abnahme des Signals im Chromatogramm (im Verhältnis zu den nativen 
Proben) entsprach > 99 % der Ausgangsmenge im Fall der AaeUPO und > 60 % im Falle 
von MroUPO und rCciUPO. Dieser Befund korrespondiert mit den in Abbildung 39 
dargestellten UV-Vis-Spektren authentischen Biliverdins. 
 
 
Abbildung 38: HPLC-Elutionsprofil eines authentischen Biliverdin-Standards. Der Biliverdin-
Hauptpeak (A) und die Verunreinigungen (B-D) sind möglicherweise Isomere des Biliverdins, 
die während des Präparationsprozesses durch oxidative Spaltung an der α-Position des Häms 
entstanden sind. Das Fenster zeigt die nahezu identischen UV-Vis-Spektren für die Verbindungen 
A-D. 
 
In den Chromatogrammen behandelter Proben wurde ein neuer Peak detektiert (im Fall 
der MroUPO sogar zwei; vgl. Fenster in Abbildung 41), der eine Masse von 
583 (m/z + H+) und Absorptionsmaxima bei 375 und 690 nm aufwies. Sowohl die 
Absorptionsmaxima (sowie die gesamten UV-Vis-Spektren) als auch die korrespondieren 




überein (Abbildung 38). Daher wird jeweils die Bildung eines Isomers (bzw. im Falle der 
MroUPO von zwei Isomeren) des Biliverdins als Folge der Hämbleichung angenommen. 
 
 
Abbildung 39: UV-Vis-Spektren von AaeUPO (rot), rCciUPO (blau) und MroUPO (grün) in 
Phosphatpuffer (pH 7,0; durchgezogene Linien) sowie nach vollständigem Aktivitätsverlust 
durch H2O2-Behandlung (gestrichelte Linien). Mit H2O2 behandelte Proben wiesen eine deutliche 
Hämbleichung (Heme-bleaching) auf und entwickelten Gasbläschen (O2). 
 
 
Abbildung 40: HPLC-Elutionsprofile des Häms, das mit Aceton und HCl (2 %) aus nativen 
UPOs extrahiert wurde. Die Masse von 653 der AaeUPO-Probe könnte auf ein Chlor-Addukt des 





Im Vergleich verliefen die Inaktivierung der Enzyme sowie die Abnahme der SORET-
Bande (Heme-bleaching) im Fall von rCciUPO und MroUPO weniger ausgeprägt 
(Abbildung 39 und Abbildung 41). Der Anteil an gebildetem Biliverdin im Verhältnis 
zum applizierten Enzym lag bei 77 %, 29 % und 43 % für AaeUPO, MroUPO bzw. 
rCciUPO. Im Fall von rCciUPO und MroUPO wurde etwa die dreifache Menge an H2O2 
benötigt, um das gleiche Maß an Häm-Zerstörung und Biliverdin-Bildung zu erreichen 
wie im Fall der AaeUPO. 
 
 
Abbildung 41: HPLC-Elutionsprofile von mit H2O2 behandelten und mit Aceton/HCl 
extrahierten UPOs. Die Fenster zeigen die Absorptionsspektren von Biliverdin (A) und eines 
putativen Biliverdin-Isomers (B). 
 
4.4.2 Stopped-Flow-Untersuchungen – Nachweis der Entstehung der UPO-
Compound III 
Im Zuge der Behandlung von AaeUPO mit einem Überschuss an H2O2 wurde nach 5 ms 
ein charakteristisches UV-Vis-Spektrum (Abbildung 42) mit Absorptionsmaxima bei 
349nm, 426 nm (verschobene SORET-Bande), 553 nm und 580 nm detektiert. Hierbei 
handelte es sich mit hoher Wahrscheinlichkeit um die AaeUPO-Compound III (cpd-3). 
Das Spektrum war unter den Versuchsbedingungen für etwa 12 s präsent, verlor jedoch 
innerhalb dieser Zeit etwas an Intensität (nach 12 s lag die restliche Absorption bei etwa 
85 % des Wertes nach 5 ms). Letztendlich kehrte das Spektrum nach etwa 30 s zum 
ursprünglichen Verlauf zurück (nativer Zustand des Enzyms), jedoch fiel die Intensität 
der SORET-Bande mit 82 % geringer aus als zu Beginn des Versuchs. Daraus lässt sich 





Abbildung 42: UV-Vis-Spektrum nativer AaeUPO (7,6 µM; grüne Linie), die im Anschluss mit 
25 mM H2O2 (bei 20°C und pH 7,0) behandelt wurde; nach 5 ms (rote Linie), nach 12 s (violette 
Linie) und nach 20 s (blaue Linie). Das Fenster zeigt vergrößert die lokalen Absorptionsmaxima, 
die nach 5 ms detektierbar waren.  
 
 
Abbildung 43: UV-Vis-Spektren dreier verschiedener UPOs (7,6 µM AaeUPO – oben, rCciUPO 
– Mitte und MroUPO – unten), die mit 25 mM H2O2 bei 20°C und bei verschiedenen pH-Werten 





Bei etwas extremeren pH-Werten (d.h. pH 3,0 und 9,0) wurde im Fall der AaeUPO ein 
ähnliches „UV-Vis-Verhalten“ beobachtet (mit geringfügigen Abweichungen bzgl. der 
α- und β-Banden und verstärkter Hämbleichung verglichen mit pH 7,0; Abbildung 433). 
Bei pH 3,0 ähnelten die Spektren von MroUPO und rCciUPO dem der AaeUPO, auch 
was das Ausmaß des Heme-bleaching betrifft. Interessanterweise wurde jedoch bei 
neutralem und basischem pH (9,0) für beide UPOs keine charakteristische Veränderung 
der UV-Vis-Spektren beobachtet und die wiedergefundene Intensität der SORET-Bande 
belief sich auf 95 % des ursprünglichen Werts (Abbildung 42).  
4.4.3 Bildung von Hydroxyl-Radikalen während der UPO-Katalyse 
Es ist bekannt, dass Hydroxyl-Radikale (•OH) unter Verwendung von Salicylsäure oder 
Benzoesäure indirekt chemisch nachgewiesen werden können. Werden diese Substanzen 
Hydroxyl-Radikalen ausgesetzt, so entstehen meta-Hydroxylierungsprodukte (2,3-
Dihydroxybenzoesäure bzw. 3-Hydroxybenzoesäure), die enzymatisch nicht gebildet 
werden können (Sagone et al., 1980, Das et al., 1989). Da die phenolische 
Hydroxylgruppe der Salicylsäure durch die von der UPO katalysierte Peroxidase-
Reaktion (Ein-Elektronen-Oxidation) angegriffen werden kann, wobei ein Wasserstoff-
Atom (H+ + e-) abstrahiert und ein Phenoxyl-Radikal gebildet würde (was dann die 
avisierte meta-Hydroxylierung maskierte), ist Salicylsäure in Verbindung mit UPOs 
ungeeignet, um Hydroxyl-Radikale nachzuweisen (Hofrichter et al., 2010). Ebenso ist die 
Benzoesäure als Indikator-Substrat ungeeignet, da sie im pH-Optimum des Enzyms 
(pH 7,0) nahezu komplett dissoziiert/deprotoniert als Benzoat-Anion vorliegt. In dieser 
Form stellt sie ein schlechtes Substrat für die UPOs dar, da deren Häm-Kanäle mit 
hydrophoben Aminosäuren (u. a. Phe oder Leu/Ile) ausgekleidet sind (Piontek et al., 
2010, Piontek et al., 2013, Hofrichter et al., 2015). Aus diesem Grund wurde erstmals 
Benzoesäuremethylester (Methylbenzoat = MB) verwendet, um durch die AaeUPO bei 
hohen H2O2-konzentrationen gebildete Hydroxyl-Radikale nachzuweisen.  
Unter moderaten Reaktionsbedingungen oxygenierte die AaeUPO die Modellverbindung 
MB und bildete die charakteristischen enzymatischen Ringhydroxylierungsprodukte: 
3-Hydroxy-MB und 4-Hydroxy-MB (im Verhältnis 1:20) (Abbildung 44). In 
Anwesenheit höherer UPO-Konzentrationen und von überschüssigem Peroxid entstand 
zusätzlich das indikative 2-Hydroxy-MB (Verhältnis 2-HMB : 3-HMB : 4-HMB = 
1 : 1 : 10). Im Verlauf des Vergleichsexperiments, das auf der „reinen“ FENTON-Chemie 




(Verhältnis 2-HMB : 3-HMB : 4-HMB = 1 : 1 : 0,5). In der Negativ-Kontrolle ohne Fe2+ 




Abbildung 44: HPLC-Elutionsprofil von Benzoesäuremethylester (MB; D), der mit 
verschiedenen Konzentrationen von AaeUPO und H2O2 (grün bzw. blau) und mit FENTONS-
Reagens (FeSO4 und H2O2; rot) behandelt wurde; mit H2O2 behandelte Kontrolle (grau). Die 
Fenster oberhalb der Chromatogramme zeigen die UV-Vis-Spektren der drei 
Hydroxylierungsprodukte: 2-Hydroxy-MB, indikativ für OH-Radikale (A), 3-Hydroxy-MB (B) 






5.1 Die Katalase-Aktivität der UPO und ihre irreversible Inaktivierung 
5.1.1 Der Einfluss des pH-Wertes auf die Katalase-Aktivität 
Das pH-Optimum der Katalase-Aktivität der getesteten UPOs bewegte sich in einem 
ähnlichen Bereich wie die der entsprechenden Peroxygenase-Aktivitäten (wobei die 
Peroxidase-Aktivitäten, d. h. die Reaktionen die auf Ein-Elektronen-Oxidation beruhen – 
z. B. die Umsetzung von ABTS oder Phenolen – stets leicht ins Saure verschoben waren 
und um pH 4,5 lagen) (Ullrich et al., 2004, Gröbe et al., 2011, Babot et al., 2013). Dies 
trifft auch auf die CPO zu, deren Optimum der Katalase-Aktivität sich zwischen pH 4,0 
und 5,0 bewegt (bei einem Gesamtaktivitätsbereich von pH 1,5 bis 6,0) (Manoj und 
Hager, 2001), wohingegen die Optima für die Halogenid-unabhängige Peroxygenierung 
und die Peroxidase-Reaktionen bis pH 7,0 reichen (Thomas et al., 1970, Zaks und Dodds, 
1995, Manoj und Hager, 2008). In diesem Zusammenhang ist darauf hinzuweisen, dass 
die als Säure-Base-Katalysator-Paar fungierenden Aminosäurereste (zuständig für die 
Peroxid-Bindung und -Spaltung) in der MroUPO und CPO, die beide zu den kurzen UPOs 
gehören (UPO-Familie I; Hofrichter et al., 2015, 2020), identisch sind (His & Glu). Im 
Unterschied hierzu erfüllt in den langen UPOs (UPO-Familie II), zu denen die AaeUPO 
und rCciUPO gehören, das Paar „Arg & Glu“ diesen Zweck (Sundaramoorthy et al., 1995, 
Piontek et al., 2013, Ullrich et al., 2018). Die basischen Aminosäuren His und Arg 
fungieren dabei als Ladungsstabilisatoren, deren deutlich verschiedene pKa-Werte von 
6,0 bzw. 12,1 möglicherweise für die Unterschiede in den beobachteten pH-
Abhängigkeiten verantwortlich sind. 
Wenn die CPO bei pH-Werten unter 3,0 oder über 6,0 mit H2O2 konfrontiert wurde, verlor 
sie rasch ihre Aktivität (Park und Clark, 2006). Das deutet darauf hin, dass die 
Inaktivierung der CPO durch überschüssiges Peroxid einem ähnlichen Mechanismus 
folgt wie die UPOs. Die Restaktivitäten aller UPOs (einschließlich der CPO) verhielten 
sich nach Exposition gegenüber H2O2 ähnlich: je höher die Katalase-Aktivität ausfiel, 
desto höher war die enzymatische Restaktivität. Somit ist davon auszugehen, dass eine 
„echte“ Katalase-Aktivität (und keine Fehlfunktion!) – vorkommen kann, die besonders 
im Fall der rCciUPO und MroUPO ausgebildet ist und die nicht zwingend zu einer 




5.1.2 Kinetik der Katalase-Aktivität verschiedener UPOs 
Die katalytische Effizienz (Km/kcat) für die Disproportionierung von H2O2 durch 
AaeUPO, rCciUPO und MroUPO (Tabelle 3) bewegte sich in der gleichen 
Größenordnung wie der von Manoj und Hager (2001) für die CPO publizierte Wert von 
1,73 × 105 M-1 s-1. Auch die entsprechenden Werte der CPO für Km und kcat sind denen 
von rCciUPO und MroUPO ähnlich (20 mM bzw. 3,460 s-1), unterschieden sich jedoch 
um eine Größenordnung von den kinetischen Konstanten der AaeUPO (der UPO mit der 
geringsten Toleranz gegenüber überschüssigem H2O2) (Tabelle 3). Noch ist nicht 
vollends geklärt, welche Strukturelemente für die Unterschiede bezüglich der Katalase-
Aktivität verantwortlich sind. Es wurde aber bereits gezeigt, dass schon geringste 
Unterschiede in der Bindungslänge zwischen dem Häm-Eisen und dem Schwefel des 
Cystein-Liganden erhebliche Auswirkungen auf die enzymatische Aktivität von P450s 
und CPO zur Folge haben (Denisov und Sligar, 2015). Für die Disproportionierung von 
H2O2 durch die CPO sind total turnover numbers (TTN; Anzahl der Umsetzungen eines 
aktiven Enzyms bis zu seiner Inaktivierung6) von bis zu 6,0 × 105 berichtet worden 
(Manoj und Hager, 2001). Die rCciUPO erreicht einen ca. fünfmal niedrigeren, aber 
vergleichbaren Wert (1,2 × 105). Erwartungsgemäß fallen die TTN der AaeUPO abermals 
eine Größenordnung geringer aus (ca. 1 × 104) und der Wert der MroUPO ordnet sich mit 
5 × 104 in etwa dazwischen ein. 
Typischerweise agiert ein zweites Substrat (nicht H2O2) als Sauerstoffakzeptor für die 
UPOs. Deshalb wurde die Katalase-Reaktion auch in Anwesenheit geeigneter UPO-
Substrate wie Veratrylalkohol (VA) oder Ethylbenzol (EB) untersucht. Während VA ein 
mäßig gutes Substrat für die Peroxygenase-Aktivität darstellt 
(kcat/Km = 3,58 × 104 M-1s-1), ist EB das beste bisher getestete Substrat, sowohl in Bezug 
auf die katalytische Effizienz (kcat/Km = 5,9 × 105 M-1s-1) als auch hinsichtlich des TTN-
Wertes (2,9 × 105) (Ullrich et al., 2004, Kluge et al., 2012, Fernandez-Fueyo et al., 2016). 
Die Katalase-Aktivität aller getesteten UPOs war in Anwesenheit dieser Substrate 
niedriger, was sich in einer verringerten Freisetzung von molekularem Sauerstoff (O2) 
äußerte. Folglich ist es möglich, die Katalase-Aktivität der UPOs durch die Anwesenheit 
eines geeigneten zweiten Substrates („eigentliches Substrat“, Zielsubstrat) zu reduzieren, 
                                                 
6 The ttn is a dimensionless number, defined as the ratio of moles of product generated divided by the moles 
of biocatalyst used in a reaction; an alternative definition is the number of catalytic events performed by 




wobei die tatsächlich präsente Konzentration dieses Substrats höher sein sollte als die 
Konzentration des Cosubstrates (H2O2). Dies kann durch gezielte Dosierung und 
Nachdosierung erreicht werden (Kluge et al., 2012). Interessant ist, dass ein solches 
Verhalten bereits für die CPO im nicht-halogenierenden Modus in Anwesenheit 
bestimmter Substrate (aktivierte Moleküle) beobachtet wurde (Park & Clark, 2006, 
Manoj & Hager, 2008). Zweifelsohne ist die AaeUPO das von diesem Effekt am stärksten 
betroffene Enzym. Wenn die Substrate (VA oder EB) im Überschuss zugegeben wurden, 
führte dies zu einer Produktausbeute von nahezu 100 % und zu einer minimalen Enzym-
Inaktivierung. Im Unterschied hierzu wurde im Fall der rCciUPO nur eine maximal 
20 %-ige Produktausbeute in Bezug zum eingesetzten Peroxid beobachtet ( 
Abbildung 37). Dies bedeutet, dass ein optimiertes Verhältnis von H2O2 und Zielsubstrat 
zu einer Verringerung der Katalase-Aktivität und somit zu höheren Produktausbeuten, 
Restaktivitäten und TTN führt, was besonders deutlich am Beispiel der AaeUPO 
geworden ist. Für das Reaktionsdesign bedeutet dies, dass folgende Faktoren besonders 
„enzymfreundlich“ sind: 1.) ein permanenter Substratüberschuss im Reaktionssystem, 2.) 
eine adäquate und schonende Dosierung des H2O2 und/oder 3.) eine kontinuierliche 
Entfernung des Zielproduktes aus dem Reaktionssystem. Die Befunde zur MroUPO 
waren tendenziell mit denen der AaeUPO vergleichbar, jedoch war der Einfluss der 
genannten Faktoren weniger stark. 
Die Performance der rCciUPO wich vom oben beschriebenen Verhalten deutlich ab. 
Diese Unterschiede sind so ausgeprägt, dass dieser UPO-Typ aufgrund der vorliegenden 
Befunde eigentlich einer eigenen, neuen Subklasse der Peroxygenasen zugeordnet 
werden müsste. Diese wären sinnvollerweise als „Katalase-Peroxygenasen“7 zu 
bezeichnen. Die rCciUPO besitzt eine ausgeprägte Katalase-Aktivität und ist unter 
entsprechenden Bedingungen auch relativ stabil (d. h., wenn H2O2 als einziges Substrat 
zur Verfügung steht). Zudem ist der Einfluss eines zweiten Substrates (Zielsubstrat), das 
über „hydroxylierbare“ Kohlenstoffatome verfügt, auf die Katalase-Aktivität 
vergleichsweise gering (z. B. mit VA als Zielsubstrat;  
Abbildung 37). Schwierig wird es, diesen Sachverhalt zu erklären, da nur geringfügige 
Unterschiede im Aufbau der aktiven Zentren von rCciUPO und anderen langen UPOs 
                                                 
7 In ähnlicher Weise wurden erst kürzlich die sogenannten „Katalase-Peroxidasen” im EC-System unter 





bestehen (Pecyna et al., 2009, Hofrichter et al., 2015, Pecyna, 2016). Klassische 
biochemische Tests zur Klärung der „molekularen Ursachen“ für diese Unterschiede 
scheiden aus. Was zukünftig notwendig wäre, sind gezielte Struktur-Funktions-Studien, 
die auf den tatsächlichen Kristallstrukturen, der Cokristallisation von UPOs mit ihren 
Substraten, Docking-Studien und quantenmechanischen Berechnungen basieren (Carro 
et al., 2019). 
5.1.3 Zerstörung des Häms durch H2O2 im Katalase-Modus 
Die Detektion von Biliverdin nach Einwirkung höherer Peroxid-Konzentrationen 
(> 5 mM) auf die UPO-Proteine ist ein klarer Beweis für die substantielle Zerstörung des 
Häms und ein starkes Indiz für die intermediäre Häm-Hydroxylierung und Bildung von 
Verdohäm (Unno et al., 2007). Das einzige Enzym, von dem bisher eine ähnliche 
Reaktion bekannt ist, ist die Häm-Oxygenase (EC 1.14.14.18, bis 2016: EC 1.14.99.3). 
Diese Oxidoreduktase kommt in Säugetieren, Pflanzen und Cyanobakterien vor und 
katalysiert die Spaltung des Häms zu Biliverdin, Kohlenmonoxid (CO) und Eisen(II)-
Ionen (Fe2+) (Unno et al., 2007). Die gesamte Reaktion benötigt sieben Elektronen (die 
über Reduktionsäquivalente bereitgestellt werden), drei Protonen (H+), drei Moleküle 
Sauerstoff (O2) und Häm als lösliches Substrat, das gleichzeitig als 
„autohydroxylierender“ Cofaktor agiert. Der Reaktionsweg beginnt mit der Bildung eines 
relativ stabilen, Compound-0-ähnlichen Intermediats (cpd-0; Eisen(III)-
Hydroperoxohäm / [Fe3+-OOH]-Häm), dessen terminaler Sauerstoff den α-meso-
Kohlenstoff der Methingruppe angreift (Kikuchi et al., 2005, Unno et al., 2007, Matsui et 
al., 2010). Das entstehende α-meso-Hydroxyhäm reagiert mit O2 unter Abspaltung von 
CO zu Verdohäm, ein oxozyklisches Intermediat, bei dem der α-meso-Kohlenstoff der 
Methin-Gruppe (–CH=) durch ein Oxonium (–O+=) ersetzt ist. Verdohäm reagiert 
abermals mit O2 wodurch die Oxonium-Brücke gespalten und Fe2+ freigesetzt wird. 
Da die cpd-0 der UPOs extrem kurzlebig ist (was grundsätzlich auf alle bekannten 
cpd 0-Intermediate von Peroxidasen zutrifft; Baek und Van Wart, 1989) und sofort 
spontan zur cpd-1 weiterreagiert (Wang et al., 2012, Wang et al., 2013, Wang et al., 
2015), erscheint ein Mechanismus analog der Häm-Oxygenase nicht plausibel. Deshalb 
wird hier postuliert, dass die initiale Hydroxylierung der α-meso-Methingruppe durch ein 
„kleines“ intrinsisches Oxidationsmittel wie das Hydroxyl-Radikal (HO•) katalysiert 
wird. Wahrscheinlich ist die finale Bildung des Biliverdins das Resultat einer spontanen 




Interessanterweise wurde nach Extraktion des unbehandelten AaeUPO-Präparates neben 
Häm ein Häm-Chlor-Adukt gefunden (Abbildung 40). Möglicherweise steht dieser 
Befund im Zusammenhang mit der halogenierenden Aktivität der AaeUPO (Ullrich und 
Hofrichter, 2005, Wang et al., 2013). 
5.1.4 Indizien für die intermediäre Entstehung von Hydroxyl-Radikalen (•OH) 
Obwohl die meta-Hydroxylierung von Benzoesäure-Derivaten als indikativ für die 
Bildung von Hydroxyl-Radikalen (•OH) angesehen wird (Halliwell et al., 1991), konnte 
hier, bereits unter moderaten Bedingungen (1 mM H2O2, 0,113 µM AaeUPO), 
3-Hydroxybenzoylmethylester (3-HBME) als Produkt der Oxidation von Methylbenzoat 
nachgewiesen werden. Nach aktuellem Wissensstand muss davon ausgegangen werden, 
dass die Hydroxylierung von Aromaten durch UPOs über ein intermediäres Epoxid 
verläuft (Kluge et al., 2009, Karich et al., 2013). Die durch die Rearomatisierung 
getriebene Umlagerung des Epoxids zum entsprechenden Phenol ist vom pH-Wert des 
wässrigen Reaktionsmediums abhängig (spontan < pH 7,5) und folgt nicht zwingend den 
Regeln eines elektrophilen Angriffs (Kasperek und Bruice, 1972, Kluge et al., 2009). 
Nichtsdestotrotz dirigierte die Methylester-Gruppe des Substrates (Methylbenzoat = 
Benzoylmethylester) einen elektrophilen Angriff in Richtung der meta-Position. Daher 
ist es vorstellbar, dass die AaeUPO Methylbenzoat indirekt an der meta-Position 
hydroxyliert, wie es in der vorliegenden Untersuchung beobachtet wurde. Im Unterschied 
zur Hydroxylierung von Phenol würde hierbei kein chinoider Übergangszustand die 
Umlagerung in Richtung para- oder ortho-Position dirigieren (Karich et al., 2013). 
Vielmehr würde ein Epoxid zwischen para- und meta-Position des Methylbenzoats 
gebildet und eine Hydroxyl-Funktion an der para- oder meta-Position durch 
Rearomatisierung entstehen. Obwohl dieser Schluss logisch erscheint, konnte – nach 
aktuellem Wissensstand – bisher keine Hydroxylierung eines aromatischen Rings an der 
meta-Position für eine UPO oder ein P450-Enzym nachgewiesen werden. Diese 
Erkenntnis stellt somit ein „interessantes Nebenprodukt“ der Untersuchungen zur UPO-
Inaktivierung dar, würde jedoch andererseits auch bedeuten, dass Methylbenzoat kein 
geeignetes Substrat ist, um die intermediäre Entstehung von Hydroxyl-Radikalen im 
Zuge der UPO-Katalyse nachzuweisen. 
Passenderweise erwies sich jedoch ein weiteres (d. h. drittes) Hydroylierungsprodukt (2-
Hydroxybenzoylmethylster = 2-HBME) als geeignet, um die Anwesenheit von Hydroxyl-




Bedingungen gebildet wurde, lässt sich durch eine sterische Hemmung erklären. 
Entweder blockiert die Methylester-Gruppe den Zugang zur ortho-Position oder sie 
dirigiert das Substrat so zum aktiven Zentrum der UPO, dass die Methylester-Gruppe 
vom aktiven Zentrum wegweist. Somit kann kein direkter enzymatischer Angriff an der 
ortho-Position des Methylbenzoats erfolgen. Die Detektion von 2-HBME sowohl unter 
„harschen enzymatischen“ Bedingungen (20 mM H2O2, 1,13 µM AaeUPO) als auch im 
reinen FENTON-Reaktionsansatz weist klar auf eine nicht-enzymatische Hydroxylierung 
hin, höchstwahrscheinlich als Folge eines Angriffs durch Hydroxyl-Radikale (Abbildung 
44). Zur weiteren Erklärung sind die genannten Reaktionen in einem hypothetischen 
Formelschema zusammengefasst (Abbildung 45). 
 
Abbildung 45: Postuliertes Reaktionsschema zur Erklärung der Hydroxylierung von 
Methylbenzoat (I). Eine UPO-katalysierte Epoxidierung von I mit II als Produkt ist nicht 
möglich, da ein abstrahierbares Wasserstoffatom an der C1-Position fehlt (rote Pfeile); eine 
sterische Hemmung der UPO verhindert zudem die Bildung von III (blaue Pfeile). Lediglich die 
Bildung von IV erscheint plausibel, was wiederum die Umlagerung zu VI und VII zur Folge hätte 
(schwarze Pfeile). Die direkte Hydroxylierung von Methylbenzoat durch Hydroxyl-Radikale 





Das UPO-Spektrum in Abbildung 42 (rote Linie) mit lokalen Maxima bei 349 nm, 
426 nm, 553 nm und 580 nm, ähnelt dem Spektrum der CPO-cpd-3 aus Nakajima et al. 
(1985) mit Maxima bei 432 nm (verschobene SORET-Bande), 555 nm und 586 nm. Die 
Spektren der AaeUPO-cpd-1 und cpd-2 weichen deutlich von dem gezeigten Verlauf ab 
(Maxima bei 361 nm und 694 nm bzw. 370 nm, 428 nm, 535 nm und 567 nm) (Wang et 
al., 2012, Wang et al., 2015). Berücksichtigt man zudem die Tatsache, dass sich die 
Spektren sowohl von cpd-1 als auch cpd-2 der beiden Enzyme (CPO und AaeUPO) stark 
ähneln, kann davon ausgegangen werden, dass auch deren cpd-3-Spektren ähnlich sind. 
Vor diesem Hintergrund liegt der Schluss nahe, dass die Abbildung 42 tatsächlich das 
Spektrum der/einer cpd-3 der AaeUPO darstellt. 
Weiterhin ist anzunehmen, dass eine cpd-3-Spezies, d. h. ein Eisen(III)-Superoxid-
Komplex (FeIII-O2•-), der der Literatur zufolge für die Entstehung von Hydroxyl-
Radikalen durch die CPO in Gegenwart hoher H2O2-Konzentrationen verantwortlich ist, 
auch im Fall der AaeUPO während der Katalase-Reaktion gebildet wird (Valderrama et 
al., 2002, Ayala et al., 2011). Es erscheint zudem plausibel, dass eine Bleichung des Häms 
(Heme-bleaching) und die damit einhergehende irreversible Inaktivierung der AaeUPO 
immer dann stattfindet, wenn das Enzym in Form der cpd-3 vorliegt. Umgekehrt lässt das 
auch den Schluss zu, dass die Abwesenheit der cpd-3, wie dies für die rCciUPO und 
MroUPO beobachtet wurde, ein weniger ausgeprägtes Heme-bleaching zur Folge hat. 
Bemerkenswerterweise wurden die höchsten Konzentrationen an AaeUPO-cpd-3 unter 
den Bedingungen nachgewiesen, bei denen die geringste Resistenz gegenüber H2O2 zu 
verzeichnen war und das Enzym am stärksten geschädigt wurde (sogar bei 20 °C). Ein 
ähnliches Phänomen wurde bereits für die Lignin-Peroxidase und Meerrettich-Peroxidase 
beschrieben (Wariishi und Gold, 1990, Díaz-Díaz et al., 2010). Wie im vorliegenden Fall 
wurden auch diese beiden Enzyme irreversibel inaktiviert, wenn die entsprechenden 
Intermediate der cpd-3 weiterem Peroxid ausgesetzt waren. 
Grundsätzlich gilt: Kommt eine Peroxidase-cpd-3 mit weiteren H2O2-Molekülen in 
Kontakt, können freies und gebundenes Superoxid (Reaktion 1 bzw. 2) über die HABER-
WEIß-Reaktion zu Hydroxyl-Radikalen reagieren (Haber und Weiss, 1934, Cohen und 




H2O2 + O2•-  •OH + OH- + O2       (1) 
   
H+ + H2O2 + [FeIII-O2•-]  •OH + [FeIII-H2O] + O2    (2) 
 
Eine weitere Möglichkeit der Bildung von Hydroxyl-Radikalen besteht in der 
homolytischen Spaltung von H2O2, die beispielsweise durch Spuren von Eisen(II)-Ionen 
(FeII/Fe2+; FENTONS-Reagenz), wie sie in eisenhaltigen Enzymen oft vorkommen (u. a. 
im ersten metastabilen Intermediat des P450-Zyklus, Reaktion 3), katalysiert werden 
kann (Cohen und Heikkila, 1974, Chen und Schopfer, 1999). Da UPOs unter 
physiologischen Bedingungen jedoch zu keinem Zeitpunkt zweiwertiges Eisen enthalten, 
ist diese Reaktion von untergeordneter Bedeutung. 
Andererseits kann dreiwertiges Eisen (FeIII/Fe3+), das in drei UPO-Intermediaten 
vorkommt (native UPO, cpd-0 und cpd-3), mit H2O2 unter Bildung von Hydroperoxyl-
Radikalen reagieren (protoniertes Superoxid, •OOH; Reaktion 4). Obwohl dieses Radikal 
weniger reaktiv ist als das Hydroxyl-Radikal, kann es dennoch Protonen aus C-H-
Bindungen abstrahieren sowie Doppelbindungen und alkoholische Funktionen oxidieren 
(Adediran, 1996). 
   
H2O2 + FeII  •OH + OH- + FeIII      (3) 
   
HO2- + FeIII  •OOH + FeII       (4) 
 
Die Bildung von Hydroxyl-Radikalen über die Reaktionen 1 und 2 ist eine realistische 
Option, die die Entstehung des detektierten Biliverdins erklärt, da es unmittelbar nach der 
Hydroxyl-Radikal vermittelten Hydroxylierung des UPO-Häms auftauchte. In 
Anbetracht aller genannter Eventualitäten, erscheint es am wahrscheinlichsten, dass eine 
cpd-3-Spezies des Häms (mit Ähnlichkeit zur CPO-cpd-3) die Ursache für die 
Inaktivierung der UPOs unter Reaktionsbedingungen ist (AaeUPO, rCciUPO und 
MroUPO). Möglicherweise verläuft dabei die Zersetzung des zweiten H2O2-Moleküls 
analog zur UPO-Peroxidase-Reaktion (Ein-Elektronen-Oxidation); hierbei abstrahiert die 
cpd-1 ein Wasserstoffatom vom zweiten H2O2-Molekül, wodurch die entsprechende 
cpd-2 gebildet wird (Ullrich und Hofrichter, 2007). Ein ähnlicher Reaktionsweg wurde 
für hämhaltige Katalasen auf Grundlage von Computer-Modellen postuliert (Alfonso-




Im Fall der Häm-Katalasen stabilisiert ein distales Histidin oder Asparagin (His56 und 
Asn129 in Heliobacter pylori bzw. His64 und Asn137 in Penicillium vitale) das entstehende 
Hydroperoxyl-Radikal (HOO•) durch Wasserstoffbrückenbildung (Alfonso-Prieto et al., 
2009). Das distale Histidin (oder Arginin im Fall der UPOs) könnte in analoger Weise 
agieren. Funktioniert die Ladungsstabilisierung jedoch nicht korrekt, kann die cpd-2 nicht 
weiter reagieren und somit einer weiteren Aktivierung durch ein drittes Molekül H2O2 
zur Verfügung stehen, was wiederum die Bildung der cpd-3 zur Folge hätte. Basierend 
auf den dargestellten Ergebnissen und den formulierten Annahmen lässt sich folgender 
katalytischer Zyklus für die AaeUPO-Katalase-Aktivität und die cpd-3-vermittelten 
„Fehlreaktionen“ ableiten (Abbildung 46). 
 
 
Abbildung 46: Postuliertes katalytisches Schema zur Katalase-Reaktion der AaeUPO. Es ist 
unterteilt in die echte Katalase-Reaktion (links) und die Katalase-Fehlfunktion (rechts), die zur 
Zerstörung des Häms und Inaktivierung des Enzyms führt. 
 
5.2 Hydroxymethylfurfural (HMF) 
Kapitel 5.1 macht deutlich, dass es für eine schonende UPO-Katalyse notwendig ist, die 
lokale Wasserstoffperoxid-Konzentration so gering wie möglich zu halten. Hierbei bietet 
es sich an, das von UPOs benötigte H2O2 intrinsisch, z.B. mittels Oxidasen, zu generieren 




Neben der Bereitstellung des Cosubstrats (H2O2) bietet die Kombination von Oxidasen 
und UPOs den Vorteil der Oxidation gemeinsamer Substrate (konzertierte Aktion von 
Oxidation und Peroxidation). Um geeignete Oxidoreduktasen in Kaskaden-Reaktionen 
zu kombinieren, müssen die Bedingungen und Anforderungen der einzelnen 
enzymatischen Reaktionen analysiert und angepasst werden. Ein geeignetes Zielsubstrat 
zur Untersuchung solcher Kaskaden stellt das biotechnologisch relevante Zuckerderivat 
HMF dar. 
Deshalb wurden fünf verschiedene pilzliche Oxidoreduktasen auf ihre Eignung zur 
Umsetzung von HMF und seinen Derivaten getestet. Eine zusammenfasende Darstellung 
der möglichen Reaktionen ist Abbildung 47 zu entnehmen. Bei den drei getesteten 
Arylalkohol-Oxidasen (AAOs) handelte es sich um pilzliche Wildtyp-Proteine, die in 
ihrem natürlichen Wirt gebildet wurden (homologe Expression). In der Literatur finden 
sich hingegen nur Beispiele für die Verwendung rekombinanter AAOs (heterolog 
exprimiert in E. coli oder S. cerevisiae) zur Oxidation von HMF (Koopman et al., 2010, 
Serrano et al, 2019, Viña-Gonzalez et al, 2020).  
 
 
Abbildung 47: Postuliertes Reaktionsschema einer Kaskaden-Reaktion zur enzymatischen 
Synthese von Furandicarbonsäure (FDCA) aus HMF unter Verwendung von Arylalkohol-




Andererseits konnte gezeigt werden, dass Kulturen von Pleurotus ostreatus, 
wahrscheinlich unter Vermittlung sekretierter AAOs, in der Lage sind, HMF abzubauen 
(Feldman et al., 2015). In der gleichen Studie wurde zudem vorgeschlagen, das 
entsprechende AAO-Gen aus P. ostreatus in einen geeigneten Expressionsorganismus 
wie Saccharomyces spp. zu transferieren. 
Alle getesteten Oxidasen zeigten Optima für die Oxidation von HMF um pH 6,0. Dieser 
Befund bestätigt bereits publizierte Daten zu rekombinanten und z. T. mutierten AAOs 
(Kalum et al., 2014b, Carro et al., 2015). Auch wenn das Produktspektrum der beiden 
hier getesteten Wildtyp-AAOs aus Pleurotus ähnlich ausfiel (mit der Ausnahme der 
Bildung von FDCA durch PeryAAO bei basischem pH), unterschieden sich ihre pH-
Profile doch erheblich. 
Carro et al. (2015) postulierten, dass während der Bildung von FDCA aus HMF das 
intermediär entstehende Dimethylfurfural (DFF) nicht das aktive Zentrum verlassen 
kann. Diese interessante Annahme wird durch einige Befunde der vorliegenden Arbeit 
gestützt, insbesondere durch die geringfügige Oxidation von DFF (wenn es direkt als 
Substrat eingesetzt wurde; spezifische Aktivität < 0,3 mU mg-1) und den Fakt, dass keine 
der beiden Pleurotus-AAOs ein distinktes pH-Optimum bezüglich der Oxidation von 
DFF ausbildete. Andererseits bewirkten diese AAOs die Entstehung moderater Mengen 
an freiem DFF (~ 1 mM bei pH 5,5), das offensichtlich das aktive Zentrum verlassen 
haben musste, um gegebenenfalls – vor einer weiteren Oxidation – wieder hinein zu 
diffundieren (Abbildung 17). Möglicherweise verblieb nur ein Teil des gebildeten DFF 
im aktiven Zentrum, während ein anderer Teil in das Reaktionsmedium freigesetzt wurde. 
Basierend auf den vorliegenden biochemischen Untersuchungen ist davon auszugehen, 
dass die molekulare Architektur der aktiven Zentren von PeryAAO und PostAAO, trotz 
der hohen Homologie der Aminosäure-Sequenzen (ca. 95 %), voneinander abweicht 
(Fernandez et al., 2009, Riley et al., 2014). Möglicherweise hilft die Struktur der 
letztgenannten AAO (durch entsprechend exponierte geladene Aminosäurereste), einen 
günstigen pH-Wert im unmittelbaren Umfeld des aktiven Zentrums (nano-environment) 
einzustellen oder zu stabilisieren, wodurch der Einfluss des externen pH-Wertes (d.h. des 
Reaktionsmediums) verringert würde. Im Unterschied dazu fehlt der PeryAAO ein 
entsprechender pH-Wert modulierender und stabilisierender Mechanismus und sie wird 




Diese Annahmen könnten zukünftig durch den Vergleich von Kristallstrukturen oder 
verlässlicher Homologie-Modelle der entsprechenden AAOs validiert werden (Fernandez 
et al., 2009, Vonck et al., 2016).  
Vergleicht man die apparenten katalytischen Konstanten der Wildtyp-AAOs 
(insbesondere die der PeryAAO; Tabelle 3) mit den in Carro et al. (2015) publizierten 
Daten für eine rekombinante rPeryAAO, fallen deutliche Unterschiede bezüglich kcat und 
Km ins Auge. Der kcat-Wert für HMF der Wildtyp-PeryAAO ist etwa zehnmal höher und 
der Km-Wert zwanzigmal niedriger als die entsprechenden Werte des rekombinanten 
Enzyms (was eine ca. dreißigfach höhere katalytische Effizienz bedeutet; Carro et al., 
2015). Für diesen Befund gibt es zwei mögliche Erklärungen: 1.) die fehlende 
Glykolysierung der rekombinanten AAO (exprimiert in E. coli) könnte die Leistung des 
Enzyms negativ beeinflusst haben (Tanner und Lehle, 1987, Carro et al., 2015) oder 2.) 
die unterschiedlichen Messmethoden (direkte versus indirekte Messung) zur Ermittlung 
der katalytischen Konstanten haben zu abweichenden Werten geführt. 
Die AaeUPO wies die höchsten katalytischen Effizienzen (kcat/Km) aller getesteten 
Enzympräparate sowohl für HMF (3,66 × 104 M-1s-1) als auch DFF (3,56 × 104 M-1s-1) 
auf. Dies deutet auf ein besonderes Potenzial dieses Enzyms für die weitere Optimierung 
der entsprechenden Reaktionen hin. Interessanterweise bewegen sich die Werte der 
katalytischen Effizienz für HMF und DFF in etwa im Bereich des Modellsubstrates 
Veratrylalkohol (3,58 × 104 M-1s-1) (Ullrich et al., 2004). Daher ist davon auszugehen, 
dass die AaeUPO in einer Kaskaden-Reaktion mit AAO und GAO an der Oxidation von 
HMF und DFF zu einem nicht unerheblichen Teil beiträgt und gemeinsam mit den 
Oxidasen wechselseitig agiert. 
Die katalytische Effizienz für die Oxidation von HMF durch die Galaktose-Oxidase 
(GAO) fiel hingegen mit einem Wert von 4,9 × 100 M-1 s-1 extrem niedrig aus. Dies 
erscheint auf den ersten Blick überraschend. Denn wenn man davon ausgeht, dass die 
GAO natürlicherweise diverse Monosaccharide wie Galaktose und Glukose als Substrate 
umsetzt, sollte auch ein Zucker-Derivat wie HMF als solches fungieren (Whittaker und 
Whittaker, 2000). Doch trotz seiner formalen Ähnlichkeit zu furanoiden Zuckern, stellt 
HMF nach der HÜCKEL-Regel ein aromatisches System dar, da eines der Elektronenpaare 
des Sauerstoffs im furanoiden Ring zusammen mit den -Elektronen der beiden 
Doppelbindungen delokalisiert ist. Dadurch entsteht ein Ringsystem mit einer ungeraden 




Solch ein aromatisches System unterscheidet sich erheblich in seiner molekularen 
Geometrie und in den elektronischen Eigenschaften von entsprechenden alizyklischen 
Ringsystemen der Zucker, was offensichtlich Auswirkungen auf die Aktivität der GAO 
hat. 
Andererseits macht die Tatsache, dass die GAO als einziges der getesteten Enzyme in der 
Lage ist, Hydroxymethylfurancarbonsäure (HMFCA) zu Formylfurancarbonsäure 
(FFCA) zu oxidieren (wobei H2O2 entsteht), zu einem besonders interessanten 
Kandidaten für den Einsatz in einem Kaskaden-System zur HMF-Oxidation, da nur so 
das von der AaeUPO gebildete und von keinem anderen Enzym weiter umgesetzte 
HMFCA wieder in die Reaktionskaskade zurückgeführt werden kann (andernfalls würde 
es als Dead-end-Produkt zurückbleiben). Darüber hinaus könnte die intermediäre 
HMFCA als eine Art „H2O2-Speicher“ fungieren, wodurch die stationäre Peroxid-
Konzentration im Reaktionsmedium gering gehalten würde, was wiederum die 
Schädigung der UPO durch H2O2 verringerte (vgl. Kapitel 5.1). 
Der Fakt, dass die AAOs kein FDCA bildeten, wenn HMF als Ausgangssubstrat diente, 
wohl aber wenn die unmittelbare Vorstufe (FFCA) als Substrat zur Verfügung gestellt 
wurde, lässt sich über eine Art Endprodukthemmung erklären. Die beiden 
stöchiometrischen Äquivalente H2O2, die während der Oxidation von HMF zu DFF und 
nachfolgend zu FFCA entstehen, könnten die finale Oxidation von FFCA zu FDCA 
inhibieren. Ein klares Indiz für diese Annahme ist der Abbildung 22 zu entnehmen 
(drastische Abnahme der FDCA-Bildung durch die AAOs bei zunehmender H2O2-
Konzentration). Eine schlüssige Erklärung für den negativen Einfluss von H2O2 auf die 
Aktivität der AAOs während der Oxidation von FFCA kann zu diesem Zeitpunkt nicht 
gegeben werden. Möglicherweise besteht ein Zusammenhang zwischen der Stabilität der 
Enzyme gegenüber H2O2 und ihren sich erheblich unterscheidenden pH-Profilen 
(Abbildung 17 und Abbildung 22). Eine Inhibierung von AAOs durch H2O2 ist bis dato 
nicht bekannt gewesen. 
Auch die AaeUPO war in der Lage, FDCA zu bilden, wenn FFCA unmittelbar als Substrat 
diente und H2O2 mittels einer Spritzenpumpe zu dosiert wurde (Abbildung 21); die 
Menge an gebildetem Produkt war jedoch gering. Die Inaktivierung der AaeUPO 
unterhalb eines pH-Wertes von 6,0 war wahrscheinlich die Folge eines Überschusses an 
H2O2, was die Bildung der UPO-cpd-III und ein nachfolgendes Heme-bleaching bedingte 




Im Unterschied dazu hat bei pH-Werten oberhalb von 6,0 die intrinsische Katalase-
Aktivität der UPO möglicherweise einen Teil des H2O2 zerstörungsfrei abgebaut, so dass 
infolge die enzymatische Aktivität des Enzyms nicht abnahm (allerdings konkurrierte die 
„unproduktive“ Katalase-Reaktion mit der produktiven Oxidation des FFCA) (vgl. 
Kapitel 5.1). Dieser Befund widerspricht in Teilen zuvor publizierten Ergebnissen von 
Carro et al. (2015). Die Autoren verwendeten einen Reaktionsansatz, in dem ein 
rekombinantes Protein (rPeryAAO) 3 mM HMF zu FFCA umsetzte und dabei zwei 
stöchiometrische Äquivalente H2O2 generierte (6 mM), die von der nachträglich 
zugegebenen AaeUPO genutzt wurden. In den darauffolgenden 120 Stunden 
Reaktionszeit wurde das FFCA kontinuierlich zu FDCA umgesetzt, ohne dass 
zusätzliches H2O2 zu dosiert worden wäre. 
Eine genauere Analyse des Reaktionsgeschehens im Rahmen der vorliegenden Arbeit 
(Tabelle 4) ergab, dass die AaeUPO in der Tat, ohne Zugabe von externem H2O2, in der 
Lage war, FFCA zu FDCA zu oxidieren. Ein ähnliches Ergebnis konnte auch mit 
kommerziellen Häm-Katalasen (KAT) erzielt werden (Kalko et al., 2001; Tabelle 4). 
Daraus lässt sich ableiten, dass autokatalytisch generiertes Peroxid, wie es u. a. für die 
Mangan-Peroxidase (ebenfalls ein Häm-Enzym) beschrieben wurde (Hofrichter et al., 
1998), als Ursache für die UPO-katalysierte Oxidation von FFCA ausscheidet. Ähnlich 
verhält es sich mit der Superoxid-Dismutase, deren Präsenz im Reaktionsmedium in 
Verbindung mit AaeUPO und/oder Häm-Katalase zu keiner Erhöhung der 
Produktemenge führte. Somit kann auch ein Einfluss von Superoxids (O2•-) auf die UPO- 
oder KAT-katalysierte Oxidation von FFCA ausgeschlossen werden (Hofrichter et al., 
1998, Urzua et al., 1998). Andererseits ist die verringerte Bildung von FDCA in 
Anwesenheit von Glukose-Oxidase und Glukose ein Indiz für die Beteiligung von 
molekularem Sauerstoff (O2) an der Reaktion. In jedem Fall muss die H2O2-unabhängige 
FDCA-Bildung in Anwesenheit von AaeUPO, KAT oder Meerrettich-Peroxidase (HRP) 
ein Ergebnis echter enzymatischer Aktivität sein, da sie einerseits durch die Zugabe von 
Natriumazid (NaN3) beeinträchtigt wurde, andererseits aber weder durch Hämin noch 
durch Hämoglobin stimuliert werden konnte. Die Aktivitäten von AaeUPO und KAT 
wurden durch Zugabe von Natriumazid vollständig inhibiert. Es ist bekannt, dass diese 
Verbindung Häm-Proteine sowohl durch katalytische Bildung von meso-
Azidoprotoporphyrion IX als auch durch die Oxidation des Apoproteins irreversibel 
inaktiviert (Ortiz de Montellano et al., 1988). Unter Berücksichtigung all dieser Befunde 




Oxidase-ähnliche Aktivität („Pseudooxidase“) gegenüber FFCA verfügen. Diese 
Aktivität war im Fall der AaeUPO stärker ausgeprägt, da sie FFCA bereits bei deutlich 
geringerer Konzentration (~ 100-fach verglichen mit KAT und HRP) umsetzte. Oxidase-
ähnliche Aktivitäten sind bereits für andere Häm-Peroxidasen beobachtet worden. Neben 
der Modell-Peroxidase HRP, deren H2O2-unabhängige Oxidation von Indolessigsäure 
besonders seit Jahrzehnten bekannt ist, wurde eine ähnliche Reaktion im Zuge der 
Spaltung von β-Carotin durch eine pilzliche DyP (Dye-decolorizing peroxidase) 
beschrieben (Suzuki und Kawarada, 1978, Gazaryan et al., 1996, Urzua et al., 1998, Zorn 
et al., 2003). In beiden Fällen sind die zugrundeliegenden Mechanismen jedoch nur 
unzureichend verstanden. Als Konsequenz aller o. g. Befunde und Überlegungen kann 
postuliert werden, dass die in Carro et al. (2015) publizierten Ergebnisse zur FDCA-
Bildung möglicherweise nicht auf der „normalen“ peroxidativen Aktivität der AaeUPO, 
sondern auf einer putativen intrinsischen Oxidase-Aktivität beruhten. 
In der Literatur ist eine weitere FDCA-generierende Kaskaden-Reaktion beschrieben 
worden. Diese kombiniert eine periplasmatische bakterielle Aldehyd-Oxidase, HRP, 
GAO und KAT (McKenna et al., 2015, McKenna et al., 2017). Die Mengen an 
eingesetzter KAT und HRP waren jedoch relativ hoch (0,3 mg mL-1 bzw. 0,2 mg mL-1), 
und es wurde nicht erwähnt, ob entsprechende Kontrollen (d. h. ausschließlich KAT oder 
HRP im Reaktionsansatz) mitgeführt wurden und falls doch, ob diese FDCA entstehen 
ließen. 
Dieses Unterkapitel zusammenfassend kann festgestellt werden, dass es grundsätzlich 
möglich ist, enzymatische Kaskaden-Reaktionen zu etablieren, bei denen pilzliche UPOs 
mit Peroxid-generierenden Oxidasen (AAO, GAO sowie ggf. weiteren Oxidasen) 
kombiniert werden, um HMF in größerer Menge zu FDCA umzusetzen ( 
Abbildung 23). Die benötigte Menge an UPO-Protein ist gegenwärtig aber noch zu groß, 
um relevante Mengen an FDCA herzustellen (50 Units UPO pro mg Produkt). Jedoch 
kann dieses Ergebnis der Ausgangspunkt für die weitere Entwicklung entsprechender 
enzymatischer Herstellungsprozesse sein. Die hier erreichte Produktausbeute von ca. 80 
% (bei einer Massenbilanz von 95 %) ist vielversprechend und bildet die Basis, um das 
Reaktionssystem weiter zu verbessern und hinsichtlich verschiedener Parameter zu 
optimieren. Zum Beispiel könnte durch eine kleinere Oxidase-Menge im Reaktionsansatz 
die lokale H2O2-Konzentrationen soweit verringert werden, dass die Inaktivierung der 
UPO durch H2O2 minimal ausfällt (vgl. Kapitel 5.1). Die weitere Optimierung des 




Die Aktivität der AaeUPO nahm hauptsächlich am Anfang der Reaktion ab (über die 
ersten drei Stunden) als noch ausreichend HMF und DFF – jeweils gute Substrate für die 
Oxidasen – vorhanden waren. Etwa eine Stunde nachdem nur noch HMFCA und FFCA 
im Reaktionsmedium vorlagen, verlangsamte sich auch die Abnahme der UPO-Aktivität. 
Nicht zuletzt muss erwähnt werden, dass die Weiterentwicklung eines solchen 
enzymatischen Prozesses auch die Technik vor erhebliche Herausforderungen stellen 
würde. Beispielsweise könnte die Aktivität der Oxidasen erhöht werden, indem reiner 
Sauerstoff anstelle von Luftsauerstoff für die Reaktion genutzt würde oder indem man 
die Sauerstofflöslichkeit im Reaktionsmedium durch Erhöhung des Drucks steigerte 
(Gibson et al., 1964). 
5.3 Oxidation ausgewählter EPA-Priority-Pollutants durch die UPO 
5.3.1 Halogenierte Aromaten 
Chlorbenzol (1) wurde durch die AaeUPO oxygeniert, was 2-Chlorphenol (2) und 4-
Chlorophenol (3) als Hauptprodukte ergab. Eine Oxygenierung der meta-Position von 1, 
und somit die Bildung von 3-Chlorphenol (4), konnte nicht nachgewiesen werden. Die 
nachfolgende Oxidation von 2 ergab 3-Chlorbrenzkatechin (5) und Chlorhydrochinon (6), 
wohingegen 4-Chlorbrenzkatechin (7) das Produkt der Oxidation von 3 war; 5, 6 und 7 
waren direkte Oxygenierungsprodukte von 2, 3 oder 4 (Abbildung 48 A und B). In den 
Reaktionsansätzen der UPO mit 3 wurde para-Benzochinon (8) nachgewiesen, wenn sie 
keine Ascorbinsäure enthielten (Abbildung 48); war letztere vorhanden, trat 8 nicht auf. 
Daraus kann geschlossen werden, dass 8 ein Produkt aus zwei nachfolgenden oder 
parallelen enzymatischen Ein-Eletronen-Oxidationen sein muss. Dieser Typ der 
oxidativen Dehalogenierung ist von anderen Oxidoreduktasen wie Laccasen und 
klassischen Peroxidasen bekannt (Hammel und Tardone, 1988, Osborne et al., 2007, 
Kordon et al., 2010). Durch die Wasserstoffabstraktion aus der phenolischen OH-Gruppe 
von 3 wird ein Phenoxyl-Radikal gebildet. Zwei so entstandene Radikale können zu 3 
und einem Benzol-Kation disproportionieren (Ullrich und Hofrichter, 2007). Ein 
Nukleophil (z. B. Wasser) kann mit dem aromatischen Kation reagieren, was die 
Eliminierung von Salzsäure unter Bildung von 8 zur Folge hat (ähnlich der RITTER-
Reaktion; Krimen und Cota, 2011). Dieser Reaktionsweg ähnelt der enzymatischen 
Dehalogenierung von 3, wie sie für die Dehaloperoxidase des Polychaeten Amphitrite 




Die Molmassen vermeintlich dreifach hydroxylierter Produkte 
(Hydroxylierungsprodukte von 5, 6 und 7) konnten zwar nachgewiesen, aber aufgrund 
fehlender authentischer Standards nicht eindeutig zugeordnet werden. 
 
 
Abbildung 48: Reaktionsschema zur Oxidation von (A) Chlorbenzol (1) und (B) 3-Chlorphenol 
(4) durch die AaeUPO; die Bildung von Phenoxyl-Radikalen (eckige Klammer) ist hypothetisch. 
 
Die Oxygenierung von Dichlorbenzolen wurde u. a. durch den Nachweis entsprechender 
Dichlorphenole im Reaktionsmedium erbracht. Im Fall von 1,3-Dichlorphenol folgte der 
Oxygenierung eine Dehalogenierung und ergab Chlorhydrochinon als Produkt. Der 
postulierte Reaktionsweg erfolgte analog zur Dehalogenierung von 3. Wenn p-Chlor-m-
kresol und 2,4,6-Trichlorphenol als Substrate eingesetzt wurden, konnten ebenfalls 
Dehalogenierungsprodukte nachgewiesen werden. 
Die Umsetzung chlorierter Benzole erfolgte interessanterweise nicht entsprechend dem 
angenommenen Schema, das – aufgrund der Einführung zusätzlicher Chlorsubstituenten 
– eine höhere Ladungsdichte im aromatischen System und damit eine Inaktivierung der 




Die Oxidation der getesteten Dichlorbenzole und von 1,2,3-Trichlorbenzol durch die 
AaeUPO erfolgte hingegen in einem größeren Umfang als die Umsetzung der 
monochlorierten Variante (1). Eine mögliche Erklärung hierfür könnte in der „sterischen 
Fixierung“ des Substratmoleküls in der Häm-Tasche des Enzyms liegen. Möglicherweise 
wird ein solcher Effekt durch zwei oder mehr Chloratome forciert, wodurch das Substrat 
näher zum und vibrationsärmer im aktiven Zentrum des Enzyms zu liegen kommt 
(Abbildung 49). Nach dem heutigen Kenntnisstand können nur wenige P450-
Monooxygenasen und Dioxygenasen Mono- und Dichlorbenzole oxygenieren (de Bont 
et al., 1986, Spiess et al., 1995, Nedelcheva et al., 1998, Jones et al., 2001, Monferran 
et al., 2007), was pilzlichen Peroxygenasen damit eine mögliche Bedeutung im generellen 
Abbaugeschehen polychlorierter Aromaten zukommen lässt. 
 
   
Abbildung 49: Hypothetische Bindung von Chlorbenzol (links), 1,2-Dichlorbenzol (Mitte) und 
1,3-Dichlorbenzol (rechts) im aktiven Zentrum der AaeUPO. Erstellt mit PYMOL basierend auf 
der Kristallstruktur (2yp1) aus Piontek et al. (2013). 
 
Die Oxygenierung der drei Monochlorbenzole zu entsprechenden Phenolen und 
Brenzkatechinen (o-Diphenole) durch die AaeUPO wurde besonders deutlich, wenn die 
Reaktionsansätze Ascorbinsäure enthielten, was die oxidative Polymerisation der 
Phenole über Kopplungsreaktionen der entsprechenden Phenoxyl-Radikale verhinderte. 
Chlorbrenzkatechine (5 und 7) waren die Hauptprodukte der Oxygenierung von 3 und 4. 
Dieser Fakt ist insofern bemerkenswert, da (chlorierte) Brenzkatechine die natürlichen 
Substrate einiger Dioxygenasen sind, die intra- oder extradiolisch die Spaltung des 
aromatischen Rings bewirken (Kaschabek et al., 1998, Moiseeva et al., 2002). Daher kann 
angenommen werden, dass UPOs an katabolen Stoffwechselwegen von Chloraromaten 
in der Natur beteiligt sind (Mars et al., 1997). Chlorphenole und insbesondere 




weshalb nicht nur UPOs und Oxygenasen (Beadle und Smith, 1982, Xu und Bhandari, 
2003), sondern auch diverse Peroxidasen und Phenol-Oxidasen (Laccase, Tyrosinase) 
diese Verbindungen und ihre Derivate oxidieren (Xu und Bhandari, 2003, Zhang et al., 
2008, Hibi et al., 2012). 
Weder Ein-Elektronen-Oxidation noch Oxygenierung konnten beobachtet werden, wenn 
Pentachlorphenol (PCP) oder Hexachlorbenzol (HCB) als Substrate für die AaeUPO oder 
MroUPO eingesetzt wurden. Diese waren damit die beiden einzigen der getesteten 
halogenierten Subtanzen, die nicht durch eine UPO umgesetzt wurden. Eine hohe Zahl 
an Chlorsubstituenten (fünf oder sechs) bedingt, außer einer erheblichen sterischen 
Sperrigkeit (steric bulkiness), möglicherweise eine generelle Unzugänglichkeit der 
aromatischen C-Atome für einen Angriff durch die UPO-cpd I (Verhinderung der 
Epoxid-Bildung). Andererseits ist bekannt, dass spezielle P450-Enzyme sowohl PCP als 
auch HCB oxygenieren (Jones et al., 2001, Crawford et al., 2007). Außerdem ist zu 
erwähnen, dass die phenolische Funktion des PCP empfänglich für die Oxidation durch 
Phenol-Oxidasen und Peroxidasen ist (Reddy und Gold, 2000, Montiel et al., 2004, Jeon 
et al., 2008, Fodil et al., 2011). Alle weiteren halogenierten Substanzen, die getestet 
wurden (Tabelle 6) fungierten als Substrate der UPOs, sollen hier aber nicht weiter 
behandelt werden. 
Benzochinone und potentielle Kopplungsprodukte wurden in allen Reaktionsansätzen 
ohne Ascorbinsäure nachgewiesen. Letztere agierte als Radikalfänger (radical 
scavenger), der die entstandene Phenoxyl-Radikale reduzierte und damit radikalischen 
Kopplungsreaktionen entzog (Niki, 1991).  
5.3.2 Nitroaromaten 
Die Ladungsdichte des aromatischen Rings wird durch Nitrosubstituenten entscheidend 
verringert, weshalb Nitroaromaten zu deaktiviert für elektrophile Angriffe sind 
(McDaniel und Brown, 1958, Spain, 1995). Diese Eigenschaft spiegelt sich in der 
geringen Reaktivität der UPOs gegenüber Nitroaromaten wider (Tabelle 6) und erklärt, 
dass eine Verbindung wie Nitrobenzol nicht umgesetzt wurde. Im Unterschied hierzu 
fungierten 2-Nitrophenol und 4-Nitrophenol als Substrate für die AaeUPO und wurden 
zum korrespondierenden Nitrobrenzkatechin bzw. Nitrohydrochinon oxidiert. Die 
phenolischen Gruppen letzterer konnten wiederum über Ein-Elektronen-Oxidation 




führte. Eine zweite Nitrogruppe, wie im 2,4-Nitrophenol, deaktivierte das Substrat so 
weit, dass ein oxidativer Angriff durch UPOs unmöglich war. 
Im Fall von 2,4-Dinitrotoluol (9) und 4,6-Dinitro-o-kresol konnten geringe Mengen an 
Hydroxylierungsprodukten nachgewiesen werden. Da die Elektronendichte in 9 geringer 
ist als im 2,4-Dinitrophenol, ist anzunehmen, dass die Hydroxylierung nicht am 
aromatischen Grundkörper, sondern an der Methylgruppe des Toluols (benzylische 
Oxidation) stattgefunden hat. Die Methylgruppe im 2,6-Dinitrotoluol wird hingegen 
durch die Nitrogruppen sterisch abgeschirmt (geschützt), so dass die UPO-cpd-1 nicht 
angreifen konnte. Die Verschiebung der Nominalmasse um +14 zeigt außerdem, dass im 
Reaktionsprodukt von 9 eine Carbonyl-Funktion (C=O; Keto- oder Aldehydgruppe) 
vorliegen muss. Aufgrund der theoretisch möglichen Reaktionsmechanismen 
(Epoxidierung vs. Hydroxylierung) kann jedoch keine Ketogruppe am Aromaten 
entstanden sein. Somit ist klar, dass es sich bei dem detektierten Produkt um 2,4-
Dinitrobenzaldehyd handeln muss, der durch zweifache Oxidation (Hydroxylierung) der 
Methylgruppe über den entsprechenden Benzylalkohol und ein gem-Diol-Intermediat 
(das mit dem Aldehyd im Gleichgewicht steht) entstanden ist (Abbildung 50). Eine 
ähnliche Reaktion wurde bereits für die von der AaeUPO katalysierte Oxidation von 4-
Nitrotoluol beschrieben (Kinne et al., 2010). 
Die Ergebnisse in ihrer Gesamtheit überraschen wenig, vergleicht man sie mit Befunden 
zu anderen Enzymen. Nur wenige Oxidoreduktasen – bakterielle Dioxygenasen und 
Monooxygenasen (BMM) – sind in der Lage, Nitrobenzol zu oxidieren (Spain, 1995, 
Fishman et al., 2004); letztere oxidieren zudem auch verschiedene Nitrophenole (Fishman 
et al., 2004).  
 
Abbildung 50: Postuliertes Reaktionsschema der Oxidation von 2,4-Dinitrotoluol (9) zu 2,4-
Dinitrobenzaldehyd (10) durch die AaeUPO. 
 
Die Hydroxylierung von Nitrophenolen ist außerdem für P450- und Flavin-
Monooxygenasen (FMO) bekannt (Cassidy et al., 1999, Ye et al., 2004). Ein-Elektronen-




(ligninolytische Peroxidasen, DyPs) beschränkt (Büttner et al., 2015). Im Unterschied zu 
den wenigen oxidativen Mechanismen des Nitroaromatenabbaus sind reduktive 
Abbauwege in der Natur weit verbreitet und in diversen Übersichtsartikeln eingehend 
dargestellt worden (Spain, 1995, Ye et al., 2004). 
5.3.3 Phthalate (Phthalsäureester) 
Im Zuge des Substrat-Screenings wurden auch sechs Phthalate bezüglich ihrer 
Oxyfunktionalisierung durch die AaeUPO und MroUPO untersucht. Es wurden drei der 
getesteten Phthalate von den UPOs umgesetzt: Butylbenzylphthalat sowie Di-n-butyl- 
und Di-n-octylphthalat. Im Fall der letztgenannten Verbindung wurden nur Spuren 
möglicher Produkte detektiert. Analog zum 2,4-Dinitrotoluol (9) schließt die 
Massenverschiebung von m/z +14 eine Hydroxylierung am aromatischen Ring aus und 
macht somit eine Oxygenierung an der β-Position einer der Alkyl-Seitenketten (Butyl- 
oder Octyl-) plausibel, da diese Positionen während der Hydroxylierung von 
Alkanen/Alkylen durch UPOs bevorzugt werden (Peter et al., 2011). Bis(2-
ethylhexyl)phthalat und kurzkettige Phthalate (Dimethyl- und Diethylphthalat) wurden 
nicht umgesetzt. 
Die meisten Studien zum Abbau von Phthalsäureestern erfolgten mit bakteriellen oder 
pilzlichen Kulturen (Ganzzellsysteme). Typischerweise erfolgte zunächst eine Hydrolyse 
der Esterbindung (Wang et al., 1995, Staples et al., 1997).  
Der verbleibende aromatische Ring der Phthalate kann beispielsweise durch bakterielle 
Dioxygenasen weiter oxidiert werden, was zur Bildung des korrespondierenden 
Brenzkatechins (Protekatechuat) und der Ringspaltungsprodukte -Carboxy-cis,cis-
muconsäure und 4-Carboxy-2-hydroxymuconsäuresemialdehyd führt (Eaton und 
Ribbons, 1982, Vamsee-Krishna & Phale, 2008). Die Oxidation der Seitenketten der 
Phthalsäureester erfolgt nach zweistufiger Oxidation der entsprechenden Alkohole über 
die -Oxidation der Fettsäuren, kann aber auch – wie für den menschlichen Stoffwechsel 
in der Leber beschrieben – P450-Aktivitäten [z. B. gegenüber Bis(2-ethylhexyl)phthalat] 
einschließen (Wittassek und Angerer, 2008). Letztere Autoren betonten auch, dass 
kurzkettige Phthalsäureester durch diese P450-Enzyme nicht oxidiert werden, was sich 




5.3.4 Polyzyklische aromatische Kohlenwasserstoffe (PAK) 
Es wurden elf ausgewählte PAK auf ihre Oxidierbarkeit durch die AaeUPO und MroUPO 
getestet. Die Mehrzahl der PAK wurde in der Tat von beiden UPOs oxygeniert und/oder 
oxidiert. Das 5-Ringsystem des Benzo[b]fluoranthens wurde nur von der MroUPO 
angegriffen und die besonders sperrigen Substrate Dibenzo[a,h]anthracen (fünf angular 
kondensierte Benzolringe) und Benzo[g,h,i]perylen (6-Ringsystem) konnten von keiner 
UPO oxidiert werden. Die gefundenen Produktausbeuten reichten von Spuren (z. B. 
Benzo[k]fluoranthen) bis zu substantiellen Mengen (> 50 %; z. B. Acenaphthylen, 
Fluoranthene). 
Von allen getesteten PAK wurde das 3-Ringsystem des Acenaphthylens (14) von beiden 
UPOs am besten umgesetzt. Das Hauptprodukt der Oxidation von 14 war ein 
monohydroxylierter Metabolit (m/z +16). Die Postition der Hydroxylierung ließ sich 
jedoch nicht genau aufklären. Da jedoch auch Acenaphthenon nachgewiesen wurde, wird 
angenommen, dass die Oxygenierung von 14 über ein 4,5-Epoxyacenaphthylen-
Intermediat zu 5-Hydroxyacenaphthylen verlief, analog zur Oxygenierung von 
Naphthalin durch die AaeUPO (Kluge et al., 2009) (Abbildung 51). Ein weiterer 
interessanter Befund war die Detektion von Acenaphthenon (13) im Zuge der Oxidation 
von 14. Die Oxygenierung ergab zunächst 1-Hydroxyacenaphtylen (15), das die 
Enolform von 13 repräsentiert. Auch hier wird ein intermediäres Epoxid, 1,2-
Epoxyacenaphten, angenommen (Abbildung 51). 
13 war auch ein Produkt der Oxidation von Acenaphthen (11), das bezüglich seiner 
Umsetzung zweitbeste PAK-Substrat der Testreihe. Durch Oxygenierung eines sp3-
hybridiesierten Kohlenstoffs (aliphatischer Kohlenstoff) entstand hier zunächst 1-
Acenaphthol (12). Durch einen zweiten oxidativen Angriff am selben Kohlenstoffatom 
(C1-Position) wurde ein geminaler Alkohol (gem-Diol-Intermediat) gebildet. Dieser steht 
über spontane Dehydratisierung im Gleichgewicht mit 13, wobei das Gleichgewicht stark 
auf die Seite des Ketons (13) verschoben ist (Abbildung 51). Ähnlich zu 14 wurde auch 
die Oxygenierung des aromatischen Ringsystems von 11 beobachtet. Es wurden hier 
jedoch zwei Oxygenierungsprodukte mit UV-Vis-Spektren, die jeweils denen von 1-
Naphthol bzw. 2-Naphthol ähneln, gefunden (Kluge et al., 2009, Abbildung 24). Der in 
der Literatur beschriebene Reaktionsweg für die Oxidation von 11 und 14 durch P450s 
entspricht in etwa der hier postulierten Abfolge, inklusive des Nachweises von 1,2-




beschrieben (Shimada et al., 2015). Der Nachweis der Oxygenierung aller anderen PAK 
erfolgte über die Detektion von Produkten mit m/z +16 oder m/z +32, was der 
Massenverschiebung von mono- bzw. dihydroxylierten Produkten entspricht. 
Die Löslichkeit der PAK in Wasser und damit ihre Bioverfügbarkeit sinken mit steigender 
Größe der Moleküle. Diese Eigenschaft spiegelt sich im indirekt proportionalen 
Verhältnis zwischen relativem Umsatz und dem Molekulargewicht der PAK-Substrate 
wider (Tabelle 8). Es ist hervorzuheben, dass die beiden getesteten Enzyme (AaeUPO 
und MroUPO) teilweise unterschiedliche Substrate bevorzugten und im Fall gleicher 
Substrate unterschiedliche Produkte bildeten, z. B. war die MroUPO in der Lage, größere 
und sperrigere PAK als Substrat zu akzeptieren als die AaeUPO. Der Grund hierfür ist in 
der unterschiedlichen molekularen Architektur der Häm-Zugangskanäle beider UPOs, die 
von der Oberfläche der Enzymproteine zum zentral gelegenen aktiven Zentrum führen, 
zu suchen. So beträgt die Breite des Häm-Kanals der MroUPO 11 Å, während der der 
AaeUPO nur 7 Å misst (Piontek et al., 2010, Poraj-Kobielska, 2013, Ullrich et al., 2018). 
Deshalb erreichten Substrate mit einem Durchmesser über 6 Å wie 
Dibenzo[a,h]anthracen oder Benzo[g,h,i]perylen nicht das katalytisch aktive Eisen im 
aktive Zentrum der AaeUPO (Abbildung 52). 
Die Ergebnisse zur Oxidation der untersuchten PAK in Bezug zu ihren 
physikochemischen Eigenschaften (Löslichkeit, Molekülgröße, Anzahl der C-Atome) 
sind in Tabelle 8 zusammengefasst. Bereits Aranda et al. (2010) beschrieben die 
Oxidation verschiedener PAK und verwandter Verbindungen durch die AaeUPO; vier der 
damals getesteten PAK wurden in die Tabelle 8 aufgenommen – es handelt sich dabei um 
Anthracen, Fluoren, Phenanthren und Pyren. Zu den Enzymen die typischerweise in der 
Lage sind, PAK zu oxygenieren, gehören wiederum P450-Monooxygenasen und 
Dioxygenasen (Shimada et al., 1989, Pinyakong et al., 2004). Im Pilzreich (und auch im 
Tierreich) sind es vorzugsweise P450s, die die direkte PAK-Oxygenierung katalysieren 








Abbildung 51: Postulierte Reaktionswege für die Bildung von Acenaphthenon (13) ausgehend 
von Acenaphthen (11) und Acenaphthylen (14) sowie – exemplarisch – die Peroxygenierung von 






Abbildung 52: Querschnitt der Kristallstrukturen von AaeUPO (2yp1, oben) und MroUPO 
(5FUJ, unten) mit manuell eingefügtem Benzo[a]pyren-Molekül (erstellt mit PYMOL). Während 
sich bei der AaeUPO das Substrat nur mit der C9-Position in Richtung des Häms positioniert, 
kann im Fall der MroUPO das Molekül auch 180° um die Längsachse gedreht zum Liegen 
kommen und somit an der C2- und C3-Position hydroxyliert werden. 
 
Bestimmte PAK können aber auch durch Ein-Elektronen-Oxidation angegriffen werden. 
Hierbei spielen vor allem Peroxidasen und Laccasen eine Rolle, deren „oxidative 
Performance“ vom eigenen Redoxpotential (0,5-1,5 V), vom Ionisierungspotential (IP) 
des jeweiligen PAK-Moleküls (7,2-8,2 eV) und der Präsenz geeigneter Redox-
Mediatoren abhängt (Sack et al., 1997, Majcherczyk et al., 1998, Johannes und 




Tabelle 8: Umsetzung ausgewählter polyzyklischer aromatischer Kohlenwasserstoffe (PAK) 










Breite (Å) § 
Relativer Umsatz 
IP (eV) 
AaeUPO  MroUPO 
Acenaphthylen 16,1 *  12 4,0/4,6 +++ +++ 8,22 # 
Acenaphthen   3,93 ** 12 4,0/4,6 ++ ++ 7,86 # 
Fluoren   1,98 ** 13 3,0/7,4 +++ *** n.t 7,89 # 
Phenanthren   1,29 ** 14 4,0/7,6 ++ *** n.t 7,91 # 
Anthracen   0,073 ** 14 3,0/7,9 ++ *** n.t 7,43 # 
Pyren   0,135 ** 16 5,2/7,6 ++ *** n.t 7,43 # 
Benzo[a]- 
anthracen   0,014 ** 18 4,8/8,1 ++ + 7,44 
# 
Benzo[a]- 
pyren   0,0038 * 20 4,8/8,1 + ++ 7,12 
# 
Perylen   0,0004 ** 20 4,6/6,6 t + 6,97 # 
Indeno[1,2,3-
cd]pyren   0,062 * 22 5,8/8,4 t t - 
Benzo[b]- 
fluoranthen   0,0012 * 20 4,8/9,6 0 t 7,70 
# 
Benzo[k]- 
fluoranthen   0,00055 *  20 4,6/10,1 t t 7,48 
# 
Dibenzo[a,h]- 
anthracen   0,0005 * 22 6,9/10,6 0 0 7,38 
## 
Benzo[g,h,i]- 
perylene   0,00026 ** 22 6,7/6,9 0 0 7,16 
### 
Cn - Anzahl der C-Atome; 0 - kein Umsatz, t - Spuren von Produkten nachgewiesen (< 2% 
Umsatz), + - wenig Umsatz (< 20%), ++ - moderater Umsatz (> 20 %), +++ - guter Umsatz  
(> 50%), nt - nicht getestet (Tabelle 5); § berechnet mit PyMOL 1.3 (https://www.pymol.org); 
* Tegge, 1983; ** Mackay & Shiu, 1977; *** Aranda et al., 2010; # Majcherczyk et al., 1998; ## 
Dabestani und Ivanov, 1999; ### Simonsick und Hites, 1984. 
 
Die von diesen Enzymen katalysierte Reaktion führt über ein instabiles Arylkation-
Radikal unter Wasseraddition zur Bildung von PAK-Chinonen, insbesondere im Fall von 
4- und 5-Ringsystemen mit einem IP < 7.7 eV (Hammel, 1995, Steffen et al., 2003). 
Chinoide Produkte sind aufgrund einer charakteristischen Massenverschiebung von 
m/z +28 leicht identifizierbar, wurden in den UPO-katalysierten Reaktionen allerdings 
nicht gefunden (hier dominierten monohydroxylierte PAK die Produkte der Oxidation 




Daher scheiden Ein-Elektronen-Oxidationen als Basis des oxidativen UPO-Angriffs aus. 
Folglich müssen alle beobachteten Oxyfunktionalisierungen das Resultat „echter“ 
Peroxygenierungen und nicht das Ergebnis der Addition von Wasser an PAK-Radikale 
sein (Hammel et al., 1986). Diese Erkenntnis deckt sich weitestgehend mit den 
Ergebnissen von Aranda et al. (2010) für kleinere 2- und 3-Ring-PAK, obwohl die 
Autorin Chinone (z. B. Anthrachinon) in geringer Menge detektieren konnte. 
Vergleicht man die hier vorgestellten Ergebnisse mit Literaturdaten, so wird deutlich, 
dass Chinone bei der Reaktion von UPOs mit Aromaten in folgender absteigender 
Reihenfolge entstehen: Benzol > Nahpthalen > Anthracen > 4- und 5-Ring-PAK (Kluge 
et al., 2007, Aranda et al., 2010, Karich et al., 2013). Somit verhält sich die 
Wahrscheinlichkeit der Chinon-Bildung durch UPOs umgekehrt proportional zur Größe 
des aromatischen Ringsystems. Die Oxidation von PAK durch lignolytische Peroxidasen 
(Mangan- und Lignin-Peroxidase) und Laccasen ist hingegen streng abhängig vom 
Ionisierungspotential (IP) der Substrate. So fungieren PAK mit großer Molekülmasse und 
geringem IP (wie Benzo[g,h,i]perylen oder Benzo[a]pyren) als gute Substrate, nicht 
jedoch kleinere Moleküle mit hohem IP (wie Phenanthren oder Fluoranthen) (Steffen et 
al., 2003). Im Unterschied hierzu favorisieren UPOs PAK mit geringer Molekülmasse als 
Substrate (und Sauerstoffakzeptoren); deren IP scheint dabei von untergeordneter 
Bedeutung zu sein (Tabelle 8). 
5.3.5 Weitere Substrate 
In diesem Abschnitt werden drei weitere EPA-Umweltschadstoffe, Benzidin (18), 1,2-
Diphenylhydrazin (16) und 2,4-Dimethylphenol, gesondert behandelt. Die Umsetzung 
von 18 durch die AaeUPO und MroUPO resultierte hauptsächlich in der Bildung von 
Polymerisationsprodukten. 
Nur im Falle der MroUPO ließ sich auch ein intermediäres Oxygenierungsprodukt 
nachweisen. Grund hierfür ist wiederum die unterschiedliche Größe der Häm-
Zugangskanäle der UPOs. Da die Aminogruppe, ähnlich wie Hydroxyl-Gruppen, auf die 
ortho- und para-Position dirigieren, handelt es sich beim Primärprodukt wahrscheinlich 
um 3-Hydroxybenzidin (19), das über einen lateralen Angriff am Substratmolekül 
entsteht. In der chemischen Industrie waren Azoverbindungen, die auf 18 basieren, lange 
Zeit verbreitet und fanden u. a. Anwendung als universelle Farbstoffe und Färbemittel im 
Textil- und Lebensmittel-Sektor. Da viele Azofarbstoffe jedoch eine krebserregende 




Grund war 18 auch im Focus zahlreicher toxikologischer und ökotoxikologischer Studien 
mit dem Schwerpunkt auf Karzinogenität und Mutagenität der Substanz und seiner 
Folgeprodukte. In diesem Zusammenhang wurde die Oxidation und Hydroxylierung von 
18 durch Peroxidase- und P450-Katalyse zu Benzidindiimin und dessen Bindung an die 
DNA beschrieben (Yamazoe et al., 1988, Lakshmi et al., 1996). Hier konnte nun gezeigt 
werden, dass auch UPOs in der Lage sind, diese Reaktionen zu katalysieren. 
Die Untersuchung von 16 gestaltete sich kompliziert, da es in wässriger Lösung nicht 
stabil war und spontan zu cis- and trans-Azobenzol (17) autoxidierte (Riggin und 
Howard, 1979); außerdem kann es sich zu 18 und Diphenylin umlagern (Hammond und 
Shine, 1950, Ghigo et al., 2011). Die letztgenannte Reaktion findet jedoch nur im sauren 
Milieu statt, weshalb sie unter den gegebenen Reaktionsbedingungen nicht von 
Bedeutung war. Erschwerend kam jedoch hinzu, dass keine authentischen Standards 
möglicher Oxidationsprodukte von 16 kommerziell erhältlich sind und 16, wegen 
unzureichender Ionisierung, keine aussagekräftigen Massenspektren an der LC-MS 
lieferte. Nichtsdestotrotz wurde ein Produkt mit m/z+ 32 im Vergleich zu 16 detektiert, 
welches das Ergebnis zweier Hydroxylierungen am Ring sein könnte. Zwei weitere 
Produkte wurden der Oxygenierung der spontan entstandenen Verbindung 17 zugeordnet. 
Die Massenverschiebung des ersten Produktes betrug m/z +16 (im Vergleich zu 17) und 
m/z +14, verglichen mit 16. Die letztgenannte Masse (+14) steht für eine Keto-Funktion, 
die aber am aromatischen Ring ausgeschlossen werden kann. Somit handelte es sich bei 
dem Metaboliten vermutlich um ein Produkt der Oxygenierung von 17 (ein 
Hydroxyazobenzol, 20). Folglich war das zweite Produkt mit einer Verschiebung der 
Molarmasse von m/z +32 (bezogen auf 17) Resultat einer zweifachen Oxygenierung von 
17 oder es handelte sich um ein Chinon der zweifach hydroxylierten Verbindung 16. 
Ob cis- oder trans-17 als initiales Substrat diente, konnte nicht eindeutig geklärt werden; 
die rasche Abnahme von trans-17 in Reaktionsansätzen mit AaeUPO legt jedoch letztere 
Annahme nahe. Ein postuliertes Reaktionsschema für die UPO-katalysierte Oxidation 
von 16 ist Abbildung 53 zu entnehmen. Im Säugetier-Stoffwechsel werden 17 und dessen 
Derivate über reduktive Mechanismen metabolisiert, wobei sich 16 typischerweise zu 18 
umlagert (Walker, 1970, Levine, 1991). Eine Hydroxylierung von 17 oder 16 konnte für 






Abbildung 53: Vorgeschlagenes Reaktionsschema für die UPO-katalysierte Hydroxylierung von 
1,2-Diphenylhydrazin (16) und Azobenzol (17). Der Nachweis des doppelt hydroxylierten 1,2-
Diphenylhydrazins (23) erforderte eine vorangegangene initiale Hydroxylierung von 16; ein 
monohydroxyliertes 1,2-Diphenylhydrazin (22) ließ sich jedoch nicht nachweisen [*]. 16 
oxidierte spontan zu trans- und cis-Azobenzol (17), eine anschließende AaeUPO-katalysierte 
Oxygenierung resultierte in mono- und dihydroxylierten Azobenzolen (20 bzw. 21). Eine 
säurekatalysierte Benzidin-Umlagerung von 16 zu Benzidin (18) wurde nicht beobachtet. Die 
Oxygenierung von 18 wurde nur von der MroUPO katalysiert. 
 
Die Reaktion von 2,4-Dimethylphenol mit der AaeUPO ergab Kopplungsprodukte, 
Oxygenierungen und die Kombination beider Reaktionen. Dieses Ergebnis verwundert 
nicht, schließlich sind Methylphenole (Kresole) bekannte Substrate sowohl für Ein-
Elektronen-Oxidationen, die durch Peroxidasen und Laccasen katalysiert werden 
(Klibanov et al., 1980, Ghosh et al., 2008), als auch für Oxyfunktionalisierungen durch 
P450-Enzyme (Yan et al., 2005) und andere Monooxygenasen (Arenghi et al., 2001). Die 
hier gewonnenen Erkenntnisse fügen sich somit lückenlos in das bestehende Bild zum 
Schicksal dieser Verbindungen in der Umwelt und ergänzen die eigenen Befunde zur 
Umsetzung von Benzol zu Phenolen durch die AaeUPO und deren anschließende 
Oxidation zu Benzochinonen und Polyhydroxybenzolen (Karich et al.2013). 
5.3.6 Weitergehende Betrachtungen 
Es wurden 41 prioritäre Schadstoffe aus der sogenannten EPA-Liste (priority pollutants 
defined by the US Environmental Protection Agency) und diverse weitere organische 
umweltrelevante Verbindungen durch die UPOs oxidiert (Tabelle 6 und Tabelle 9). Über 
die am besten untersuchte UPO (AaeUPO) ist bekannt, dass sie Verbindungen aus 




akzeptiert (Aranda et al., 2009, Kluge et al., 2009, Aranda et al., 2010, Kinne et al., 2010, 
Peter et al., 2011, Poraj-Kobielska et al., 2011, Kluge et al., 2012, Karich et al., 2013, 
Poraj-Kobielska, 2013), und – nach aktuellem Wissensstand – sind über 300 verschiedene 
aromatische, heterozyklische, aliphatische und alizyklische Stoffe allein Gegenstand 
oxidativer Umsetzungen durch dieses eine Enzym (Tabelle 9; Hofrichter & Ullrich et al., 
2014, Hofrichter et al., 2015, 2020). Dieser Fakt hebt hervor, dass UPOs extrem 
vielseitige Oxidoreduktasen mit außergewöhnlich breiten Substrat-Spektren sind. Es sei 
erlaubt, in diesem Kontext von „katalytischer Promiskuität“ zu sprechen (Hofrichter et 
al., 2020) oder gar, im Sinne einer bekannten umgangssprachlichen Redewendung, von 
einer „katalytischen eierlegenden Wollmilchsau“ (Dudenredaktion, 2008). Neben den 
UPOs verfügen nur die Cytochrom-P450-Enzyme über ein vergleichbar breites Substrat- 
und Reaktionsspektrum. Interessanterweise haben UPOs und P450s ein Häm-Thiolat als 
prosthetische Gruppe sowie die reaktiven Intermediate cpd-1 und cpd-2 (in protonierter 
Form!) gemeinsam (Abbildung 7) (Yosca et al., 2017, Hofrichter et al., 2020).  
 
Tabelle 9: Zusammenfassender Überblick über die durch unspezifische Peroxygenasen (UPOs) 
katalysierten Reaktionen inklusive ausgewählter Beispiele umgesetzter Substrate, getesteter 
UPOs und zugehöriger Literaturangaben. 
Substrate UPOs Referenzen 
Aliphatische Hydroxylierung 
Alkane (Propan, Hexan, Cyclohexan, 
Cyclooctan etc.), Fettsäuren 
(Arachinsäure, Ölsäure etc.), aliphatische 
Seitenketten (Toluol, Ethylbenzol.), 
Steroide (Cholesterol, Testosteron), 
Pharmazeutika (Propranolol, Diclofenac, 
Ibuprofen), Zuckerderivate (HMF und 
seine Oxidationsprodukte), 
N-Formylierung durch zweifache 







Ullrich und Hofrichter, 
2005, Gutierrez et al., 
2011, Peter et al., 2011, 
Poraj-Kobielska et al., 
2011, Kluge et al., 2012, 
Peter, 2013, Babot et al., 
2013, Babot et al., 2015, 
Kiebist et al., 2015, Kiebist 
et al., 2017, Aranda et al., 
2018a  
Spaltung von C-C Bindungen– ein spezieller Fall der aliphatischen 
Hydroxylierung 
Seitenkettenabspaltung von Steroiden 
(Cortison, Prednison, etc.), Verkürzung 




Olmedo et al., 2017, 
Ullrich et al., 2018 
O-Dealkylierung – ein Sonderfall der aliphatischen Hydroxylierung 
Ether (Anisol, 4-Nitroanisol, 1,4-Dioxan, 
Diethylether etc.), nicht-phenolische 
AaeUPO; 
CraUPO 
Kinne et al., 2009, Kinne, 





(Formononetin), Pharmazeutika und 
Drogen (Naproxen, Phenacetin, 4-
Nitrobenzodioxol, MDMA, etc.) 
Poraj-Kobielska et al., 
Poraj-Kobielska et al., 
2011, Poraj-Kobielska, 
2013 
N-Dealkylierung – ein Sonderfall der aliphatischen Hydroxylierung 
Pharmazeutika und Drogen (Tamoxifen, 
Kokain, Morphin, Flurazepam, 






Kobielska et al., 2011, 
Poraj-Kobielska, 2013  
Epoxidierung von (aliphatischen) Doppelbindungen 
Alkene (Propen, Butan, trans-2-Buten, 
Cyclohexadien, Isopren etc.), Terpene 
(z.B. Limonen), ungesättigte Fettsäuren 
(u.a. Ölsäure, Linolsäure), ungesättigte 






Gutierrez et al., 2011, 
Kluge et al., 2012, Babot et 
al., 2013, Peter, 2013, 
Aranda et al., 2018a, 
Aranda et al., 2018b 
Aromatische Hydroxylierung – ein spezieller Fall der Epoxidierung von 
Doppelbindungen 
Monoaromaten (Benzol, Chlorbenzol, 
Toluol, Anisol, 2,4-Dinitrotoluol, etc.) 
PAK (Naphthalin, Benzo[a]pyren, 
Fluoren, etc.), phenolische Substanzen 
(Phenol, Chlorphenol, Nitrophenol, 4,6-





Kluge et al., 2009, Aranda 
et al., 2010, Karich et al., 
2013 
Aromatische Dehalogenierung – ein spezieller Fall der aromatischen 
Hydroxylierung 
chlorierte phenolische Substanzen (4-
Chlorphenol, p-Chlor-m-kresol, 2,4-
Dichlorphenol, 2,4,6-Trichlorphenol etc.) 
AaeUPO vorliegende Arbeit, Karich 
et al., 2017 
Sulfoxidation (S-Oxygenierung) 
Aromaten mit Schwefel als heteroatom 
(Dibenzothiophen, Thioanisol, 




van Deurzen et al., 1997, 
Aranda et al., 2009, Horn, 
2009, Bassanini et al., 2017 
N-Oxidation 
stickstoffhaltige als Heterozyklen 
(Pyridin, 2-Chlorpyridine, 3-
Nitropyridine, etc.) 
AaeUPO Ullrich et al., 2008 
Halogenierung 
Bromierung und Chlorierung von Phenol 





Hager et al., 1966, Ullrich 
et al., 2004, Anh et al., 






vorliegende Arbeit, Karich 







Oxidation von Phenolen – Ein-Elektronen-Oxidationen 
Phenolische Substanzen (Phenol, 2,4-
Dimethylphenol, Hydrochinon, etc.), 








Ullrich et al., 2004, Anh, 
2008, Gröbe et al., 2011, 
Kiebist et al., 2017, Ullrich 
et al., 2018 
 
Demgegenüber ähneln sich UPOs und P450s auf der Ebene ihrer Sequenzen (< 5 % 
Homologie) und Tertiärstrukturen kaum, weshalb ein möglicher gemeinsamer Ursprung 
vor ca. 600 Mio. Jahren evolutionär fraglich erscheint (Scheibner et al., 2020). Auch 
agieren die Vertreter dieser beiden unterschiedlichen Enzymprotein-Superfamilien 
(Omura 2005, Uehara et al. 2020) in unterschiedlichen subzellulären und biochemischen 
Umgebungen (biochemical micro-enviroments): die einen (P450s) ausschließlich 
innerhalb von Zellen (oft assoziiert mit Membranen) und die anderen (UPOs) außerhalb 
der Pilzhyphen (Hofrichter und Ullrich, 2006, Hofrichter et al., 2010, 2020). 
Möglicherweise komplementieren sich aber die katalytischen Systeme von UPOs und 
P450s8 auf funktioneller Ebene, indem sie toxische oder anderweitig metabolisch 
relevante Substanzen außerhalb bzw. innerhalb der Pilzhyphen sukzessive umsetzen. 
Weshalb UPOs aber nur im Pilzreich vorkommen, während P450-Enzyme in allen 
Domänen des Lebendigen präsent sind, bleibt ein Rätsel. 
UPOs sind sekretorische Enzyme, die ein relativ einfaches Cosubstrat (H2O2) nutzen, das 
außerhalb der Pilzhyphe enzymatisch oder in radikalischen Reaktionsketten des 
Sauerstoffs gebildet wird. Im Unterschied hierzu benötigen P450s als membranständige 
oder zytosolische Enzyme ein komplexes Zubehör (Elektronendonatoren wie NAD(P)H, 
spezielle Elektronen-Transportketten sowie assoziierte Reduktasen), was aber 
andererseits ihren punktgenauen Einsatz in verschiedenen Kompartimenten der 
Zelle/Hyphe ermöglicht. UPOs interagieren hingegen als oxidative Verdauungsenzyme 
unmittelbar mit der pilzlichen Mikroumgebung und verrichten dort eher „schmutzige 
katalytische Arbeiten“. Sie können somit sowohl als extrazelluläres Äquivalent als auch 
extrazelluläre Ergänzung zu den intrazellulären P450-Systemen angesehen werden. Sie 
agieren dabei als universelles pilzliches Entgiftungssystem („extrazelluläre Leber“), das 
                                                 
8 Pilze sind reich an putativen P450-kodierenden Genen, deren Funktionen in den meisten Fällen – wie die 




Pflanzeninhaltsstoffe, mikrobielle Metabolite (Toxine) und Xenobiotika oxidiert. Die 
hohe Zahl mutmaßlicher UPO-Gene verteilt über nahezu alle ökologischen und 
phylogenetischen Gruppen der Pilze spricht für diese Annahme (Abbildung 8). 
Bisher ist angenommen worden, dass vor allem P450-Enyzme für die primäre 
Aktivierung von Xenobiotika und Giftstoffen im Pilzreich verantwortlich sind 
(Sutherland, 1992). Diese Annahme beruht in erster Linie auf Ähnlichkeiten zwischen 
Metaboliten, die in pilzlichen Kulturen gebildet werden, und solchen, die in der Leber 
von Säugetieren entstehen (Sutherland, 1992). Um jedoch die Beteiligung bestimmter 
P450-Enzyme am Abbau von Xenobiotika und Toxinen eindeutig nachweisen zu können, 
wäre ihre Reinigung, Charakterisierung und In-vitro-Testung notwendig, was aber 
aufgrund von Instabilität und niedrigen Expressionsniveaus bisher nur in wenigen Fällen 
gelungen ist (van Gorcom et al., 1998). In den letzten Jahren wurden einige pilzliche 
P450s erfolgreich heterolog exprimiert, so dass Oxygernierungsreaktionen anhand 
ausgewählter Stoffgruppen in vitro getestet werden konnten (Ichinose und Wariishi, 
2013, Hatakeyama et al., 2016). Die NAD(P)H-Abhängigkeit solcher Reaktionen, der 
Einsatz spezifischer P450-Inhibitoren sowie 18O2-Markierungsstudien sind klassische 
Wege, um die Beteiligung von P450s an der pilzlichen Transformation von Xenobiotika, 
Toxinen und Pharmaka in vivo zu zeigen (Marshall und Williamson, 1964, Masaphy et 
al., 1996, Sietmann et al., 2000). Es muss jedoch darauf hingewiesen werden, dass 
insbesondere die letztgenannte Methode eine Beteiligung von UPOs (anstelle von oder 
neben den P450s) am Transformationsgeschehen nicht ausschließt. Sind nämlich 
Oxidasen (z. B. Arylalkohol-Oxidase, Glyoxal-Oxidase, Pyranose-Oxidasen, etc.) 
vorhanden, könnte H218O2 gebildet werden (Kersten und Kirk, 1987), dessen Sauerstoff 
über UPOs als 18O in Substrate eingebaut würde (Karich et al., 2013, Kluge et al., 2009). 
Bislang sind sämtliche Studien zum Substrat-Spektrum der UPOs in zellfreien Systemen 
mit angereicherten oder gereinigten Enzympräparaten durchgeführt worden und es ist 
nach wie vor unklar, unter welchen Bedingungen UPOs in vivo induziert und (homolog) 
exprimiert werden. Daher ist es derzeit schwierig zu beurteilen, ob diese Enzyme weitere 
physiologische Funktionen haben und in wie weit sie am pilzlichen Metabolismus 
beteiligt sind. Transkriptionsstudien in geeigneten Mikrokosmen (microcosms, z. B. in 
Form von Bodenstreu- oder Holz-Kulturen) oder die Verwendung von UPO-Knock-out-





Während es die physiologischen Funktionen der UPOs noch im Detail zu erforschen gilt, 
ist die Fülle an katalysierten Reaktionen ohne Zweifel von umweltbiotechnologischem 
und enzymtechnologischem Interesse. Abschließend sei in diesem Zusammenhang noch 
hervorgehoben, dass die UPOs nicht nur Aktivitäten der P450s komplementieren und 
ergänzen, sondern dass sie auch die Voraussetzungen für Ein-Elektronen-Oxidationen 
(über Phenol-Bildung) und katabole Reduktionen (über Alkohol- und Carbonyl-Bildung) 
schaffen, so dass nachfolgend extrazelluläre Laccasen und Peroxidasen bzw. Alkohol- 
und Aldehyd-Oxidasen sowie intrazelluläre Dehydrogenasen die zuvor inerten Substrate 
umsetzen können. 
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6 ZUSAMMENFASSUNG UND AUSBLICK 
6.1 Das Substratspektrum der UPOs 
Die Mehrheit der getesteten organischen Schadstoffe (35 von 44 chemischen 
Verbindungen, Tabelle 6), inklusive verschiedener Xenobiotika wie chlorierte Benzole 
und deren Derivate, halogenierte Biphenylether, Nitroaromaten, PAK und Phthalate, 
wurden durch lediglich zwei UPOs (AaeUPO und MroUPO) oxidativ umgewandelt und 
damit aktiviert. Die von den UPOs katalysierten Reaktionen waren durch drei Substrat-
Eigenschaften limitiert: 1.) sterische Hemmung, u. a. infolge einer hohen Zahl an 
Substituenten (z. B. Hexachlorbenzol) oder aufgrund der grundsätzliche Sperrigkeit 
(Größe) des Substrat-Moleküls (z. B. 6-Ring-PAK wie Benzo[g,h,i]perylen), 2.) 
Inaktivierung des aromatischen Ringes durch elektronenziehende Gruppen (z. B. im 
Nitrobenzol) und 3.) geringe Bioverfügbarkeit und Wasserlöslichkeit (z. B. n-
Heptadekan; Tabelle 8). Während die Verhinderung der Oxidation durch geringe 
Löslichkeit und sterische Hemmung bereits von Peter (2013) und Poraj-Kobielska (2013) 
beschrieben wurden, stellt die Limitation durch Substrat-Deaktivierung, wie im Fall des 
Nitrobenzols, einen neuen Befund dar (Tabelle 10). 
Zukünftige Untersuchungen sollten sich auf die Untersuchung der Bedingungen 
fokussieren, unter denen UPOs in verschiedenen ökologischen und phylogenetischen 
Pilzgruppen induziert, transkribiert, translatiert und sekretiert werden. 
Tabelle 10: Zusammenfassender Überblick über Faktoren, die die Aktivität der UPOs limitieren. 




Faktor  Beispiele UPO  
Löslichkeit  n-Heptadekan AaeUPO * 
 PAK AaeUPO, MroUPO * 
Sterische Hemmung  Cortison MroUPO vs AaeUPO ** 
 2,2,4,4-Tetramethylpentan AaeUPO, MroUPO * 
 6-Ring-PAK MroUPO vs AaeUPO *** 
 Pentachlorphenol/-benzol AaeUPO, MroUPO *** 
Substrat-Deaktivierung 2,4-Dinitrophenol, Nitrobenzol AaeUPO *** 
* Peter, 2013, ** Ullrich et al., 2018, *** Karich et al., 2017 
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Da UPO-Gene im gesamten Pilzreich vorkommen und Pilze wiederum weltweit und 
ubiquitär verbreitet sind, könnten UPOs möglicherweise eine wichtige Rolle im globalen 
Abbau- und Transformationsgeschehen umweltschädlicher Substanzen spielen. 
Möglicherweise ließen sich sogar die Prozesse der biologischen Selbstreinigung und 
Entgiftung von Böden und anderen Umweltmedien gezielt forcieren (forced 
bioattenuation, bioremediation), falls es gelänge, die Aktivitäten von UPOs in situ zu 
stimulieren (Abbildung 54 und 55).  
 
Abbildung 54: Repräsentative Reaktionen unspezifischer Peroxygenasen (UPOs) Teil 1. 
Dargestellt sind die Oxidation diverser substituierter Aromaten (u.a. chlorierte Benzole, 
Phenole, Nitroverbindungen) sowie die intrinsische Katalase-Aktivität. 
 




Abbildung 55: Repräsentative Reaktionen unspezifischer Peroxygenasen (UPOs) Teil 2. 
Dargestellt sind die Oxidation nicht substituierter Aromaten (u.a. Benzol, PAK) sowie 
die Umsetzung weiterer organischer Verbindungen (u.a. Phthalsäureesther, 
Hydroxymethylfurfural). 
 
6.2 Die Inaktivierung der UPOs  
Für alle getesteten UPOs konnte eine intrinsische Katalase-Aktivität nachgewiesen 
werden, wobei deren Ausmaß unter den getesteten Enzymen stark variierte. So 
unterschieden sich die katalytischen Effizienzen der Katalase-Aktivität von AaeUPO und 
rCciUPO um eine Größenordnung, während die der MroUPO sich dazwischen einordnete 
(Tabelle 7). Durch Zugabe eines weiteren Substrats (das eigentliche oder „echte“ 
Substrat, das als Sauerstoffakzeptor fungierte) wie Veratrylalkohol oder Ethylbenzol 
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wurde die Katalase-Aktivität partiell unterdrückt, wobei im Fall des „besseren“ 
Substrates - Ethylbenzol - die Hemmung stärker ausfiel als im Fall von Veratrylalkohol. 
Die pH-Optima der katalatischen Aktivitäten aller getesteten UPOs lag im neutralen 
Bereich, was in etwa den jeweiligen pH-Optima der eigentlichen Peroxygenase-Aktivität 
(Sauerstoffeinbau) entsprach.  
In Bezug auf die Inaktivierung der UPOs war, neben dem partiellen Verlust der 
enzymatischen Aktivität, die Bleichung des Häms (graduelle Entfärbung des Häms, 
Heme-bleaching) der auffälligste Befund. Daraus ergab sich die Frage, nach welchem 
Reaktionsmechanismus diese offensichtliche Zerstörung des Häms erfolgte. Im Rahmen 
der Untersuchungen konnte für die AaeUPO die Bildung eines reaktionsträgen 
Intermediats, der UPO-Compound III (cpd-3), nach Exposition gegenüber hohen H2O2-
Konzentrationen, gezeigt werden. Außerdem wurde Biliverdin als Abbauprodukt der 
H2O2-katalysierten Oxidation des UPO-Häms detektiert (inaktivierende Spontan-
Oxidation). Diese Verbindung entstand höchstwahrscheinlich durch die Reaktion des 
Häms mit Hydroxyl-Radikalen (•OH), die wiederum ein Ergebnis der Reaktion der UPO-
cpd-3 und H2O2 waren. In diesem Zusammenhang wurde – quasi als Spin-off – eine neue 
Methode zum Nachweis von Hydroxyl-Radikalen mittels Benzoesäuremethylester (MB) 
etabliert. Ein ähnlicher Inaktivierungsmechanismus über die cpd-3 und Verdohäm (oder 
P670) ist für Häm-Imidazol-Peroxidasen (z. B. Meerrettich-Peroxidase) beschrieben 
worden (Vlasits et al., 2010). 
Als Quintessenz dieser Untersuchungen kann zusammenfassend festgestellt werden, dass 
es für den schonenden Einsatz und die optimale Performance der UPOs notwendig ist, 
ein „optimales Verhältnis“ bezüglich der Konzentrationen des Zielsubstrates, des UPO-
Proteins und des Peroxids einzustellen. Dieses Verhältnis muss für jede UPO-Substrat-
Kombination experimentell empirisch ermittelt werden, wobei als Faustregel gilt: Je 
niedriger die lokale/stationäre Cosubstrat-Konzentration (H2O2) im Reaktionsmedium ist, 
desto geringer wird die schädigende Wirkung auf die UPO ausfallen. 
6.3 HMF-Oxidation durch UPOs und pilzliche Oxidasen in einer 
Kaskaden-Reaktion 
Obwohl die AaeUPO prinzipiell in der Lage ist, HMF und nahezu jedes seiner primären 
und sekundären Derivate (mit Ausnahme von HMFCA) zu oxidieren, verläuft die 
vollständige Oxidation nur wenig effizient; insbesondere der letzte Schritt von der FFCA 
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zur FDCA ist reaktionslimitierend. Unter einfachen Reaktionsbedingungen (einmalige 
Zugabe von H2O2) würde das Peroxid von der AaeUPO unproduktiv verbraucht und das 
Enzym größtenteils inaktiviert, ohne dass dabei substanzielle Mengen an FDCA gebildet 
würden (vgl. die Unterkapitel zu Inaktivierung von UPOs, Kap. 5.1). Erst durch die 
Kombination einer UPO mit geeigneten Oxidasen (AAO und/oder GAO) konnte die 
FDCA-Ausbeute substantiell erhöht werden (7,9 mM in 10 mL). Hierbei sind 
zusammenfassend folgende positive Effekte hervorzuheben: 1.) Oxidasen stellen 
geeignetes H2O2 für die UPOs bereit, 2.) nur die GAO kann auch intermediär gebildetes 
HMFCA oxidieren und 3.) durch die schonende Bereitstellung von H2O2 für die UPO 
verringert sich die lokale Konzentration des Oxidationsmittels soweit, dass eine 
Schädigung des Enzyms vermieden wird (bei gleichzeitiger substantieller FFCA-
Oxidation). Auf dieser Grundlage konnte, unter Verwendung der unter Punkt 6.2 
zusammengefassten Erkenntnisse und Befunde, eine dreistufige enzymatische Synthese 
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Abbildung S 1: Umsetzung von Chlorbenzol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) wurde 
unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM Chlorbenzol, 1 mM H2O2, 0.5 
UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN und wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; 
Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 gestartet und 




Abbildung S 2: Umsetzung von 2-Chlorphenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 2-Chlorphenol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 







Abbildung S 3: Umsetzung von 4-Chlorphenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 4-Chlorphenol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 




Abbildung S 4: Umsetzung von 3-Chlorphenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 3-Chlorphenol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 








Abbildung S 5: Umsetzung von 1,2-Dichlorbenzol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 1,2-Dichlorbenzol, 1 
mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 






Abbildung S 6: Umsetzung von 1,3-Dichlorbenzol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 1,3-Dichlorbenzol, 1 
mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 










Abbildung S 7: Umsetzung von 1,4-Dichlorbenzol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 1,4-Dichlorbenzol, 1 
mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 






Abbildung S 8: Umsetzung von 2,4-Dichlorphenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 2,4-Dichlorphenol, 1 
mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 









Abbildung S 9: Umsetzung von 1,2,4-Trichlorbenzol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 1,2,4o-
Trichlorbenzol, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-
Methode 2 nach 30 min Inkubationszeit analysiert. 
 
  
Abbildung S 10: Umsetzung von 2,4,6-Trichlorphenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 2,4,6-
Trichlorphenol, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-







Abbildung S 11: Umsetzung von 4-Chlor-3-methylphenol. Das HPLC-Elutionsprofil 
(220 nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 4-Chlor-3-
methylphenol, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-











Abbildung S 12: Umsetzung von 2-Chlornaphthol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 2-Chlornaphthol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 









Abbildung S 13: Umsetzung von 3,3-Dichlorbenzidin. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 3,3-
Dichlorbenzidin, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-




Abbildung S 14: Umsetzung von 4-Chlordiphenylether. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 4-
Chlordiphenylether, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-






Abbildung S 15: Umsetzung von 4-Bromdiphenylether. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0.5 mM 4-
Bromdiphenylether, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-







Abbildung S 16: Umsetzung von 2-Nitrophenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 2-Nitrophenol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 










Abbildung S 17: Umsetzung von 4-Nitrophenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 4-Nitrophenol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 








Abbildung S 18: Umsetzung von 2,4-Dinitrotoluol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 2,4-Dinitrotoluol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 







Abbildung S 19: Umsetzung von 2,6-Dinitrotoluol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 2,6-Dinitrotoluol, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 




Abbildung S 20: Umsetzung von 2-Methyl-4,6-dinitrophenol. Das HPLC-Elutionsprofil 
(220 nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 2-Methyl-4,6-
dinitrophenol (DNOC), 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-






Abbildung S 21: Umsetzung von 2,4-Dimethylphenol. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 2,4-Dimethylphenol, 
1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 









Abbildung S 22: Umsetzung von 2,4-Benzidin. Das HPLC-Elutionsprofil (220 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 2,4-Benzidin, 1 mM 
H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 








Abbildung S 23: Umsetzung von 1,2-Diphenylhydrazin. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 1,2-
Diphenylhydrazin, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-






Abbildung S 24: Umsetzung von Butylbenzylphthalat. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM 
Butylbenzylphthalat, 1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-
Methode 4 nach 30 min Inkubationszeit analysiert. Die Probe wurde vor der Injektion 








Abbildung S 25: Umsetzung von di-n-Butylphthalat. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM di-n-Butylphthalat, 
1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 
gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-Methode 4 nach 30 min 









Abbildung S 26: Umsetzung von di-n-Octylphthalat. Das HPLC-Elutionsprofil (220 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM di-n-Octylphthalat, 
1 mM H2O2, 0.5 UValk/mL AaeUPO, 20 mM KPi pH 7, 5% ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 
gestartet und eine entsprechende Probe (10 µL) mit der HPLC-Methode 4 nach 30 min 








Abbildung S 27: Umsetzung von Acenaphthylen. Das HPLC-Elutionsprofil (280 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM Acenaphthylen, 1 mM 
H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 
gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend mit 400 µL Aceton 
verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der HPLC-Methode 5 







Abbildung S 28: Umsetzung von Acenaphthen. Das HPLC-Elutionsprofil (280 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM Acenaphthen, 1 mM 
H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 
gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend mit 400 µL Aceton 
verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der HPLC-Methode 5 






Abbildung S 29: Umsetzung von Benzo[a]pyren. Das HPLC-Elutionsprofil (280 nm) 
wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM Benzo[a]pyren, 1 mM 
H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 
gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend mit 400 µL Aceton 
verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der HPLC-Methode 9 










Abbildung S 30: Umsetzung von Benzo[a]anthracen. Das HPLC-Elutionsprofil (280 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM Benzo[a]anthracen, 
1 mM H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, wahlweise 4 mM 
Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 
gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend mit 400 µL Aceton 
verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der HPLC-Methode 6 










Abbildung S 31: Umsetzung von Indeno[1,2,3-cd]pyren. Das HPLC-Elutionsprofil (280 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,5 mM Indeno[1,2,3-
cd]pyren, 1 mM H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, wahlweise 
4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 
H2O2 gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend mit 400 µL 
Aceton verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der HPLC-











Abbildung S 32: Umsetzung von Benzo[b]fluoranthen. Das HPLC-Elutionsprofil (280 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,1 mM 
Benzo[b]fluoranthen, 1 mM H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend 
mit 400 µL Aceton verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der 











Abbildung S 33: Umsetzung von Benzo[k]fluoranthen. Das HPLC-Elutionsprofil (280 
nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 0,1 mM 
Benzo[k]fluoranthen, 1 mM H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend 
mit 400 µL Aceton verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der 








Abbildung S 34: Umsetzung von Perylen. Das HPLC-Elutionsprofil (280 nm) wurde 
unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM Perylen, 1 mM H2O2, 0.5 UVA 
mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; 
Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O2 gestartet, mit 
100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend mit 400 µL Aceton verdünnt. Die 











Abbildung S 35: Umsetzung von 9,10-Dihydrophenanthren. Das HPLC-Elutionsprofil 
(280 nm) wurde unter folgenden Reaktionsbedingungen generiert: 1 mM 9,10-
Dihydrophenanthren, 1 mM H2O2, 0.5 UVA mL-1 AaeUPO, 20 mM KPi pH 7,0, 5 % ACN, 
wahlweise 4 mM Ascorbinsäure; Reaktionsvolumen 500 µL. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von H2O2 gestartet, mit 100 µL 13 mM Natriumazid gestoppt und anschließend 
mit 400 µL Aceton verdünnt. Die Analyse (Injektionsvolumen 10 µL) erfolgte mit der 
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